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Zusammenfassung 
In der heutigen chemisch-pharmazeutischen Industrie sind Biokatalysen nicht mehr 
wegzudenken. Abhängig von der zu realisierenden Biotransformation, wurden signifikante 
Limitationen vor allem bei der Umwandlung von hydrophoben Substraten identifiziert. 
Wässrige und organische Einphasenreaktionssysteme treffen hier sehr schnell an ihre Grenzen, 
sodass nur geringe Ausbeuten realisierbar sind. Eine Alternative stellen mehrphasige 
Reaktionssysteme dar, wobei hier grundlegend klassische 2-Phasensysteme und Emulsionen 
unterschieden werden können. Mit Hilfe dieser alternativen Systeme können die bereits 
genannten Limitationen überwunden werden. Pickering Emulsionen stellen einen Spezialfall 
der klassischen Tensid stabilisierten Emulsion dar, wobei hier Nano- und Mikropartikel als 
Stabilisatoren die Tenside an der Tröpfchengrenzfläche ersetzen.  
Pickering Emulsionen stellen hoch dynamische Systeme dar und trotz kontinuierlicher 
Forschung auf diesem Gebiet bleiben bisher grundlegende Frage ungeklärt: Welche Parameter 
für bioaktive w/o Pickering Emulsionen wie Lösungsmittelkomposition, deren 
Phasenverhältnis, Partikelcharakteristika und -menge,  Dispergierverfahren, als auch die 
Biokatalysatorkonzentration haben auf die Dispersität und Stabilität der Pickering Emulsionen 
den größten Effekt? Lässt sich eine Vielzahl von Biokatalysatoren in diesem Reaktionssystem 
einsetzen? Kurzum, eignen sich Wasser-in-Öl (w/o) Pickering Emulsionen als universelle 
Reaktionssysteme für effiziente Biokatalysen und stellen somit eine Plattformtechnologie dar?  
In dieser Studie konnte gezeigt werden, nahezu alle organischen Lösungsmittel, insbesondere 
leicht wassermischbare Vertreter, können w/o Pickering Emulsionen ausbilden. Ebenso ist eine 
Stabilisierung sowohl durch Naturstoffpartikel als auch durch hydrophobe und hydrophile 
Silicon-Compositpartikel realisierbar. In einer umfassenden Charakterisierung der typischen 
Stellräder für Emulsionen wurden kommerziell erhältliche Lipasen als bioaktive Komponenten 
zugesetzt, da diese die meistgenutzten Biokatalysatoren in diesem System darstellen. Die 
Veränderungen der Emulsionsstabilität und Tröpfchengrößen, als Maß der Dispersität, wurden 
über 24 Stunden erfasst. Hierbei wurde ein maßgebender Einfluss der Proteinkomponente 
gegenüber allen anderen Parametern wie Partikelmenge, Phasenverhältnis und 
Dispersionsgeschwindigkeit festgestellt. Proteine mit ihrer amphiphilen 
Oberflächenbeschaffenheit sind somit nicht nur als Biokatalysatoren, sondern auch als 
zusätzliche Nanopartikel zu betrachten, die gemeinsam mit hydrophoben Partikeln einen 
synergetischen und normalisierenden Effekt auf Tröpfchengrößen und Emulsionsstabilität 
ausüben. Jedoch waren durch Proteinzugabe auch negative Effekte wie Nicht-Etablierung der 
IV 
Emulsion oder eine Phasenumkehr im zeitlichen Verlauf auslösbar, wenn eine 
Grenzkonzentration überschritten wurde. 
Hinsichtlich der (bio)chemischen Charakterisierung von enzymbeladenen w/o Pickering 
Emulsionen konnte deutlich gezeigt werden, kleinere Tröpfchendurchmesser führen zu 
erhöhten Enzymaktivitäten und besseren Ausbeuten. Im moderat gerührten Batchreaktor wurde 
die volumetrische Raum-Zeit-Ausbeute um 500% bis 1100% gegenüber dem konventionellen 
2-Phasen- und mikroaquatischen Reaktionssystem verbessert. Beim Einsatz von ganzen Zellen 
im Vergleich zum freien Enzym wurde mit normierter Biokatalysatoraktivität eine 
Verbesserung auf 130% bis 220% erzielt. Als beste Herstellungsmethodiken konnten das 
Dispergieren über Schütteln und Zahnkranzdispergierer ermittelt werden. 
Grenzflächentoxizität, als oft diskutierter Vorgang in Mehrphasensystemen, spielte auch in 
bioaktiven w/o Pickering Emulsionen eine wichtige Rolle. Es konnte gezeigt werden, 
hydrophilere Lösungsmittel, wie 2-Methyltetrahydrofuran, sorgten für eine minimierte 
Grenzflächendenaturierung der Proteine. Hingegen denaturierten hydrophobere Vertreter wie 
Cyclopentylmethylether und Cyclooctadien einen erheblichen Anteil des gelösten Proteins an 
der Grenzfläche. Eine eventuelle Kontamination der organischen Produktphase mit 
gentechnisch veränderten Enzymen durch assimiliertes Protein wurde ebenfalls untersucht. Es 
konnten geringe gelöste Proteinmengen festgestellt werden, wobei die Spannweite der gelösten 
Mengen 1 – 4% der Proteingesamtmenge betrug. Hydrophobere Lösungsmittel nahmen 
generell weniger Protein auf. Für die Evaluation der Verteilung von Substraten und Produkten 
zwischen beiden flüssigen und der festen Phase der Pickering Emulsion wurden exemplarisch 
das hydrophilste Substrat und das hydrophobste Produkt getestet. Es wurde keine signifikante 
Diffusion der gelösten Stoffe in die wässrige bzw. feste Phase ermittelt, insofern konnte eine 
dauerhaft hohe Bioverfügbarkeit der Substrate in der organischen Phase angenommen werden. 
Im gerührten Batch konnte eine Übertragung von Ionen zwischen den Dispersionströpfchen nur 
mit Hilfe von gelstabilisierten Dispersionströpfchen Einhalt geboten werden. Über derartige 
Modifikationen kann nun auch der Einsatz von mehreren Biokatalysatoren mit verschiedenen 
pH-Optima und Puffer-Präferenzen verwirklicht werden. Weiterhin konnte die disperse Phase 
auch gegen stark eutektische Lösungsmittel ausgetauscht werden, sodass Pickering Emulsionen 
auch als annähernd wasserfreie Reaktionssysteme nutzbar erschienen. 
In der Risiko- und Anwendungsanalyse über drei Enzymklassen mit drei als „grüner“ 
klassifizierten Lösungsmitteln in abgestuften Hydrophobizitäten, erwies sich 
Cyclopentylmethylether als das Lösungsmittel der Wahl für die Etablierung bioaktiver 
w/o Pickering Emulsionen. Bei der Anwendung verschiedener Biokatalysator-Phänotypen in 
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verschiedenen Reaktionssystemen und Lösungsmitteln, kristallisierten sich bioaktive 
w/o Pickering Emulsion in Cyclopentylmethylether als produktivstes System heraus. Jedoch 
wurden bei allen Versuchen inaktivierende Vorgänge auf die verschiedenen Biokatalysatoren 
beobachtet, wobei Enzyme mit einer augenscheinlichen Gleichverteilung von hydrophoben und 
hydrophilen Aminosäureresten auf ihrer Oberfläche deutlich bessere Ergebnisse zeigten. In der 
Anwendung von freiem Enzym und Ganzzell-Biokatalysator, bei normierter Gesamtaktivität, 
resultierten für den Einsatz in bioaktiven Pickering Emulsionen die ganzen Zellen als beste 
Biokatalysator-Formulierung. Es wurde signifikant höhere Produktivität sowie auch 300% 
kleinere Tröpfchen der dispergierten Phase erreicht. Die Modularisierung von Biokatalysen 
gegenüber One-Pot-Synthesen zeigte ebenfalls deutliche Vorteile in den Kennzahlen der 
durchgeführten Biotransformation, wobei der jeweilige Prozessschritt an den Biokatalysator 
angepasst und so ein Optimum an Effizienz erreicht werden kann. Auf diese Weise können 
biokatalytische Umwandlungen kombiniert werden, die sich im One-Pot-System durch 
Inhibierungen der angewandten Biokatalysatoren ausschließen würden. 
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Abstract 
In today's chemical-pharmaceutical industry, biocatalysis has become indispensable. 
Depending on the biotransformation to be realized, significant limitations have been identified, 
especially for conversions of hydrophobic substrates. Aqueous and organic single-phase 
reaction systems reach their limits very quickly, whereas only small yields can be realized. An 
alternative are multiphase reaction systems, in which case classical 2-phase systems and 
emulsions can be distinguished. With the help of these alternative systems, the limitations 
already mentioned can be overcome. Pickering emulsions represent a special case of the classic 
surfactant-stabilized emulsions, in which nano- and microparticles replace the surfactants at the 
droplet interface as stabilizers.  
Pickering emulsions are highly dynamic systems and, despite continuous research in this field, 
fundamental questions still remain: Which parameters for bioactive w/o Pickering emulsions, 
e.g. solvent composition, their phase ratio, particle characteristics and quantity, dispersing 
process and biocatalyst concentration, have the greatest effect on Pickering emulsion dispersity 
and stability? Does this reaction system allow the application of numerous biocatalysts? In 
summary, are water in oil (w/o) Pickering emulsions suitable as universal reaction systems for 
efficient biocatalysis thus representing a platform technology?  
In this study, it could be shown that nearly all organic solvents, up to slightly water miscible 
levels, can form w/o Pickering emulsions. Furthermore, stabilization can be realized by 
particles of natural origin, hydrophobic and hydrophilic silicone composite particles as well. In 
a comprehensive characterization of the typical emulsifier adjusting wheels, commercially 
available lipases were added as bioactive components. These are the most widely used 
biocatalysts in this system. Changes in emulsion stability and droplet size, as a measure of 
dispersity, were recorded over 24 hours. A dominating influence of the protein component with 
respect to residual parameters, e.g. particle quantity, phase ratio and dispersion velocity was 
determined. Proteins and their amphiphilic surface properties are therefore not only biocatalysts 
but can further be regarded as additional nanoparticles. In a mixture with hydrophobic particles 
proteins can have a synergetic and normalizing effect on droplet size and emulsion stability. 
However, negative effects such as non-establishment of the emulsion or a time dependent phase 
inversion could also be triggered by protein addition if a limit concentration was exceeded. 
Regarding the (bio)chemical characterization of enzyme-loaded w/o Pickering emulsions, it 
was clearly shown that smaller droplet diameters lead to increased enzyme activity and 
increased yields. In moderately stirred batch reactors, the volumetric space-time yield was 
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improved by 500% to 1100% compared to conventional two-phase and micro-aquatic reaction 
systems. At normalized activities, applied whole cell biocatalysts, in comparison to the free 
enzyme, lead to an improvement up to 130% to 220% in volumetric space-time yields. 
Dispersing by means of shaking and gear rim dispersion was determined to be the best 
manufacturing method. Interfacial toxicity, a process often discussed in multi-phase systems, 
of course played an important role in bioactive w/o Pickering emulsions. It was shown that 
hydrophilic solvents, such as 2 methyltetrahydrofuran, minimized the interfacial denaturation 
of proteins. In contrast, hydrophobic representatives, e.g. cyclopentyl methyl ether and 
cyclooctadiene, denatured a considerable proportion of the dissolved protein at the interface. A 
possible contamination of the organic product phase with genetically modified enzymes by 
assimilated protein was also investigated. Small amounts of dissolved protein could be 
determined, whereby the range of found quantities was 1 - 4% of the total protein amount. 
Hydrophobic solvents generally absorbed less protein. In evaluation of the substrate and 
product distribution between both liquid and the solid phases in Pickering emulsions, the most 
hydrophilic substrate and the most hydrophobic product were exemplarily tested. No significant 
diffusion of the dissolved substances into the aqueous or solid phase was determined, thus a 
permanently high bioavailability of the substrates in the organic phase could be assumed. The 
transfer of ions between the dispersion droplets in a stirred batch reactor could only be 
prevented by forming gel-stabilized dispersion droplets. By such modification, the application 
of multiple biocatalysts with different pH optima and buffer preferences could be realized. 
Furthermore, the dispersed phase was exchanged by deep eutectic solvents, enabling Pickering 
emulsions as almost anhydrous reaction systems. 
Within a risk and application assessment comprising three enzyme classes in three solvents, 
which are classified as “more green” and showed graduated hydrophobicities, cyclopentyl 
methyl ether proved to be the solvent of choice for bioactive w/o Pickering emulsions. Using 
different biocatalyst phenotypes in different reaction systems and solvents, bioactive w/o 
Pickering emulsions in cyclopentyl methyl ether turned out to be the most productive system. 
However, inactivating processes on the different biocatalysts were observed in all experiments, 
whereby enzymes with an apparent uniform hydrophobic and hydrophilic amino acid 
distribution on their surface showed significantly better results. Further, whole cells used as 
biocatalysts led to 300% smaller dispersed droplets and significant improvements of 
productivity when compared to free enzyme approaches and applying normalized activities.  
The modularization of biocatalysis compared to one-pot-syntheses also showed clear 
advantages for the performed biotransformation and its key data. Each process step could be 
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adapted to the biocatalyst favored parameters and thus achieving an optimum of efficiency. 
Furthermore, biocatalytic conversions which would have excluded each other by inhibition in 
the one-pot systems, these bioprocesses could now be combined. 
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1.1 Biokatalysatoren – Generelle Aspekte und spezielle Vertreter  
Als Biokatalysatoren sind Enzyme und ganze Zellen definiert, die im Einsatz für Synthesen 
deutliche Vorteile in der Chemo-, Regio- und Stereoselektivität mit sich bringen, insofern sind 
Nebenreaktionen deutlich minimiert oder erst gar nicht auftretend. Ebenso erfolgt die 
Anwendung vorrangig unter milden Reaktionsbedingungen, wobei Implementierungen von 
Biokatalysen auch für energetische Vorteile gegenüber chemischen Katalysatoren sorgen [1–3]. 
Aufgrund der genannten Vorteile steigt die Zahl der industriell implementierten Biokatalysen 
in Produktionsprozessen stark an. 2016 wurde der globale Enzymmarkt auf einen Wert von 
$ 5 Mrd. geschätzt und die Prognosen bis 2021 liegen bei einem Marktvolumen von $ 6,3 Mrd. 
Hierbei entfallen $ 1,16 Mrd. bzw. prognostiziert $ 1,51 Mrd. auf den Bereich der „technischen 
Enzyme“, wobei vom Autor hier die Anwendung von Biokatalysatoren für Synthesen gemeint 
wurde [4]. Gliedert man nun diesen Einsatzbereich in die verschiedenen Enzymklassen, so wird 
klar, Hydrolasen werden am häufigsten genutzt und stellen 72% der angewandten 
Biokatalysatoren. An zweiter Stelle folgen die Oxidoreduktasen mit 20%. Die restlichen 8% 
entfallen auf Transferasen, Lyasen und Isomerasen [5]. Ob eine Biokatalyse wirtschaftlichen 
Erfolg verspricht, hängt natürlich primär vom Marktwert des Produktes und der produzierbaren 
Menge ab. Jedoch entscheiden auch noch andere Prozessparameter darüber. In der Literatur 
sind für eine 24-stündige Batch-Reaktion mit Alkoholdehydrogenasen folgende Biokatalyse-
Kennzahlen definiert, um auf den ersten Blick wirtschaftlich sinnvoll zu erscheinen:  
Substratkonzentrationen >100 gL-1, Umsatz >95% mit Enantiomerenüberschuss (ee) >99,5%. 
In Betrachtung der Leistungsfähigkeit des Enzyms, soll dieses 50 kg Produkt pro kg 
eingesetztem Enzym herstellen, wobei die Cofaktorkonzentration während der Reaktion 
<0,5 gL-1 betragen darf [6]. Um derartige Kennzahlen in einer Biokatalyse überhaupt erreichen 
zu können, muss man die Charakteristika seines Biokatalysators kennen. Jede Enzymklasse und 
die nutzbaren Enzymvertreter haben spezielle Anforderungen, um ihre beste Enzymaktivität 
und damit Produktivität zu erreichen. Folgend sollen die wichtigsten Grundlagen spezieller 
Enzymgruppen und -vertreter erläutert werden. 
Hydrolasen katalysieren die hydrolytische Spaltung von C – O-, C – N-, C – C- und einigen 
anderen Bindungstypen. Speziell die Lipasen sind der Gruppe der Triacylglycerin-Hydrolasen 
(EC 3.1.1.3) zugeordnet, kommen in den meisten Organismen vor und werden seit den frühen 
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70er Jahren als Biokatalysatoren vertrieben. Im Organismus besteht ihre Hauptaufgabe in der 
Hydrolyse von Fetten, Triacylglyceriden, unter Freisetzung von Fettsäuren. Die 
Molekulargewichte von Lipasen liegen im Bereich von 14 bis 90 kDa, wobei die Mehrzahl der 
Lipasen als katalytisch aktive Monomere vorliegt [7]. Die pH-Optima wie bei den meisten 
Enzymen liegen nahe pH 7, wobei es auch zahlreiche Ausnahmen gibt [8, 9]. Auf Grund ihrer 
evolvierten Funktion, Fette in wässrigem Milieu zu hydrolysieren, gelten Lipasen als 
grenzflächenaktive Enzyme, wobei die Grenzflächenaktivierung je nach Lipase unterschiedlich 
stark ausgeprägt sein kann. Die Differenzierung erfolgt in drei Abstufungen: keine, leichte, bis 
hin zu starker Grenzflächenaktvierung. Als entsprechende Vertreter in oben genannter 
Reihenfolge, seien die Lipase aus Thermomyces (Humicola) lanuginosa (LipTLL)  Lipase A 
aus Candida antarctica (Pseudozyma aphidis) (CALA) und die Lipase B ebenfalls aus Candida 
antarctica (Pseudozyma aphidis) (CALB) genannt (Abb. 1.1-1) [10–12]. Die katalytische 
Funktionalität, auch als Enzymaktivität bezeichnet, basiert auf der räumlichen Anordnung der 
sogenannten katalytischen Triade, die aus den Aminosäuren Serin, Histidin und Aspartat 
(teilweise auch Glutamat) besteht, hierbei erfolgt die Reaktion ohne die Notwendigkeit eines  
  
-1  Abbildung 1.1-1: Hydrophilie-Plots von Lipase-Oberflächen im Kyte-Doolittle-Maßstab. A: CALA Übersicht – 
RCSB Ref.: 3GUU, B: CALB Übersicht – RCSB Ref.: 4K6G, C: LipTLL Übersicht – RCSB Ref.: 1GT6. Blau: 
hydrophile Aminosäuren, Rot: hydrophobe Aminosäuren, Weiß: neutrale Aminosäuren, Grün: Aminosäure-Reste 
der katalytischen Triade. Oben: Enzymseite mit Zugang zum Aktiven Zentrum, unten: entgegen gewandte Seite 
des aktiven Zentrums. Plots via Chimera 1.12. 
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Cofaktors und folgt dem Ping-Pong-Bi-Bi-Mechanismus [7, 13]. Lipasen gelten als sehr stabile 
und promiskuitive Biokatalysatoren, d.h. sie akzeptieren neben den natürlichen Substraten ein 
großes Spektrum an alternativen Substraten und können auch in organischen Lösungsmitteln 
(LM) appliziert werden, was für ihren Erfolg in der industriellen Anwendung von 
entscheidender Bedeutung ist [14, 15]. Für die Reaktionsrichtung Hydrolyse oder Veresterung 
bzw. Umesterung ist das umgebende Milieu maßgeblich bestimmend. So wird in wässrigem 
Milieu normalerweise die Hydrolyse von Estern bevorzugt katalysiert [16]. Jedoch konnte im 
2-Phasensystem für die Lipasen aus Candida rugosa und Thermomyces (Humicola) lanuginosa 
ein pH-Optimum für die Veresterung von Propionsäure und Butanol bei pH-Werten von 3,5 
bzw. 4,25 gefunden werden. In dieser Forschungsarbeit korrelierte der Autor die Aktivität für 
die Veresterung eindeutig mit der Verfügbarkeit an protonierter Säure [9]. Jedoch gilt weiterhin 
die Regel, für Ver- und Umesterungen sollten generell Systeme mit möglichst niedriger 
Wasserverfügbarkeit genutzt werden [17].  
 
Oxidoreduktasen katalysieren Oxidationen, wobei dieser Reaktionstyp immer mit der 
gleichzeitigen Reduktion eines anderen Stoffes verbunden ist. Um diese Reaktionen  realisieren 
zu können, benötigen die Vertreter der Alkoholdehydrogenasen (ADH) einen Cofaktor, der zur 
Übertragung von zwei Elektronen und einem Proton befähigt ist, das NAD+/ NADH  
(EC 1.1.1.1) oder NADP+/NADPH (EC 1.1.1.2) [18, 19]. ADH sind an einer Vielzahl von 
Prozessen im Organismenstoffwechsel beteiligt und nehmen wichtige Rollen in Lipid-, 
Aminosäure-, Zuckerstoffwechselvorgängen ein [20, 21]. Eine der ersten ADH, die gut 
charakterisiert ist und noch bis heute Anwendung findet, ist die Alkoholdehydrogenase aus der 
Pferdeleber, die zu den zinkabhängigen ADH zählt [22]. Viele ADH sind abhängig von 
zweiwertigen Ionen im aktiven Zentrum, wobei Zink hier dominiert und für einige Vertreter ein 
Ordered Bi-Bi-Reaktionsmechanismus evaluiert wurde [23–28]. Es gibt jedoch auch 
Ausnahmen, die ohne ein Metall-Ion im aktiven Zentrum auskommen [29, 30]. In nativer Form 
liegen ADH meist als Homodimere oder Homotetramere vor [31, 32]. Die pH-Optima für 
Reduktion und Oxidation liegen zwischen pH 7 und 8 [33, 34]. Eine besonders gut untersuchte 
ADH ist die ADH-A aus Rhodococcus ruber, einem Homotetramer mit einem Molekulargwicht 
von 40 kDa pro Untereinheit, wobei die Hauptdimer-Untereinheiten über je 10 Salzbrücken 
miteinander verbunden sind.  Ebenso wird vermutet, das Enzym präsentiere besonders viele 
hydrophobe Aminosäuren auf der Oberfläche (Abb. 1.1-2). Zusätzlich akzeptiert das 
zinkabhängige Enzym ohne nennenswerte Aktivitätsverluste die Cosubstrate Aceton und 
iso-Propanol in Konzentrationen von 50 bzw. 80 Vol.-% und ist hoch enantioselektiv [35–37]. 
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Die Cofaktor-Regenerierung über Cosubstrate ist für die Anwendung von ADH in der 
Biokatalyse von enormer Bedeutung, da diese nach wie vor sehr preisintensiv gehandelt werden 
und in geringen aber mindestens enzymstöchiometrischen Konzentrationen eingesetzt werden 
müssen [38, 39].  
 
Lyasen katalysieren über andere Mechanismen als Hydrolyse oder Oxidation die Spaltung von 
C – C-, C – O-, C – N- und einigen anderen Bindungstypen, wobei in Richtung der 
Bindungsspaltung nur ein Substrat benötigt wird, für die Bindungsknüpfung jedoch zwei 
Substrate nötig sind. Dies macht den Hauptunterschied zu den Oxidoreduktasen und 
Hydrolasen aus. Als besonders gut erforschter Vertreter zeigt sich die Benzaldehydlyase (BAL) 
aus Pseudomonas fluorescens Biovar I (EC 4.1.2.38, Abb. 1.1-3), die bereits 1989 entdeckt 
wurde und eine thiaminpyrophosphatabhängige Lyase mit einem Magnesium-Ion im aktiven 
Zentrum ist [40, 41]. Das Enzym ist im nativen Zustand ein Homotetramer, wobei jede 
Untereinheit ein Molekulargewicht von ca. 60 kDa aufweist. Das pH-Optimum für die 
Enzymstabilität liegt nahe pH 7, das Optimum für die Enzymaktivität jedoch bei pH 8 bis 8,75 
[41, 42]. Dabei akzeptiert die BAL sowohl aliphatische als auch aromatische Aldehyde als 
Substrate und bildet in hohen Ausbeuten und mit hohem Enantiomerenüberschuss durch eine 
Umpolungs-Carboligation die korrespondierenden (R)-α-Hydroxyketone wie (R)-Benzoin oder 
(R)-2-Hydroxypropiophenon [42–44]. Auch zeigt das Enzym verbesserte Stabilitäten durch den 
Zusatz von bis zu 30 Vol.-% Dimethylsulfoxid (DMSO) sowie eine leichte 
Stabilitätsverbesserung mit dem Zusatz von 5 Vol.-% 2-Methyltetrahydrofuran [45, 46]. Die 
BAL zeigt eine schnelle Inaktivierung in 2-Phasensystemen [47].  
 
Abbildung 1.1-2: Hydrophilie-Plots der ADH-A Oberflächen im Kyte-Doolittle-Maßstab. A: Homotetramer 
Übersicht, B: Monomer - Zugang zum katalytischen Zentrum, C: Monomer – entgegen gewandte Seite des 
katalytischen Zentrums – RCSB Ref.: 3JV7. Blau: hydrophile Aminosäuren, Rot: hydrophobe Aminosäuren, 
Weiß: neutrale Aminosäuren, Grün: Zink-Ion im katalytischen Zentrum. Plots via Chimera 1.12. 
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Transferasen katalysieren die Übertragung einer funktionellen Gruppe vom Substrat, dem 
Donor, auf ein anderes Molekül, den Akzeptor. Vor allem die Transaminasen (EC 2.6.1.-) stehen 
seit über 50 Jahren im Fokus der Wissenschaft, da sie neben medizinischer, auch eine 
Bedeutung für die Biosynthese von chiralen Aminen haben [48–51]. Es wurden α-, β-, γ- und 
ω-Transaminasen identifiziert, nach der bevorzugten Position der Aminogruppe im Donor-
Molekül eingeteilt. Die α- und ω-Gruppe stellen die dominanten Vertreter und die Mehrzahl 
Pyridoxalphophat als Cofaktor benötigt. Die Zielreaktion wird über einen Ordered Ping-Pong-
Mechanismus realisiert [52–54]. Transaminasen existieren nativ als Homodimere oder –
tetramere, wobei die Monomere zumeist ein Molekulargewicht von 47 bis 50 kDa aufweisen 
und das pH-Optimum von mikrobiellen Transaminasen oftmals zwischen pH 8 und 9 sowie für 
Transaminasen aus höheren Lebewesen ein Optimum bei pH 7 zu finden ist [55–62]. Das 
Substratspektrum von Transaminasen ist breit gefächert. Normalerweise werden bessere 
Enzymaktivitäten und Stoffumsätze erreicht, wenn die Substrate strukturelle Ähnlichkeit mit 
natürlichen Stoffen wie Aminosäuren besitzen. Vielfältigere Reaktionsmöglichkeiten sind laut 
Literatur mit ω-Transaminasen gegenüber den α-Pendants realisierbar [54, 63–66]. Eine 
besondere Bedeutung wird dem Donor-Akzeptor-Paar bei der Transaminierung zugewiesen, 
wobei in bestimmten Konstellationen schon geringe Konzentrationen desaminierte Cosubstrate 
wie Pyruvat oder Acetophenon genügen, um die Zielreaktion thermodynamisch ins 
Gleichgewicht zu bringen [63, 67, 68]. Eine gut charakterisierte pyridoxalphosphatabhängige 
ω-Transaminase ist mit der Chromobacterium violaceum Transaminase gegeben. Diese 
zeichnet sich durch ein breites Substratspektrum sowie hohe Temperaturstabilität aus. Sie 
Abbildung 1.1-3: Hydrophilie-Plots der BAL Oberflächen im Kyte-Doolittle-Maßstab. A: Homotetramer 
Übersicht, B: Monomer - Zugang zum katalytischen Zentrum, C: Monomer - entgegen gewandte Seite des 
katalytischen Zentrums – RCSB Ref.: 2AG0. Blau: hydrophile Aminosäuren, Rot: hydrophobe Aminosäuren, 
Weiß: neutrale Aminosäuren, Grün: Magnesium-Ion im katalytischen Zentrum. Plots via Chimera 1.12. 
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existiert in nativer Form als Homodimer und zeigt eine beachtenswert hohen Anteil hydrophiler 
Aminosäuren auf ihrer Oberfläche (Abb. 1.1.1-4) [63, 66, 69]. 
1.2 Angewandte Biokatalyse in Ein-und Mehrphasen-Reaktionssystemen 
Als einphasige Reaktionssysteme gelten Lösungsmittel (LM) und Kombinationen aus 
mischbaren Lösungsmitteln, z.B. Wasser mit 30 Vol.-% DMS und ionische Flüssigkeiten bzw. 
stark eutektische LM [70–73]. Mehrphasige-Reaktionssysteme hingegen bestehen aus 
mindestens zwei nicht bzw. nur leicht mischbaren LM [74, 75]. Der eingesetzte Phänotyp des 
Biokatalysators wie Enzympulver, trägerimmobilisiertes Enzyme oder ganze Zellen wird 
hierbei als separate Phasen außer Acht gelassen. Im Folgenden sollen die wichtigsten Vor- und 
Nachteile der jeweiligen Systeme für die biokatalytische Nutzung näher erläutert werden.  
Wässrige Einphasen-Systeme, vor allem gepufferte wässrige Medien, zeigen eine 
hervorragende Biokompatibilität für Enzyme, natürliche hydrophile Substrate und Cofaktoren. 
Sie stoßen jedoch bei hydrophoberen Substraten schnell an Löslichkeitsgrenzen, insofern 
müssen große Volumina für nennenswerte Produktmengen Anwendung finden [45, 58, 74, 76, 
77]. Diesen Nachteil kann man zum Teil ausgleichen, indem wasserlösliche Co-Solvenzien wie 
DMSO oder iso-Propanol eingesetzt werden, um die Löslichkeit der Substrate und somit deren 
Bioverfügbarkeit zu verbessern. Zusätzlich wurden positive Effekte auf Enzymaktivität 
und -stabilität beobachtet [45, 78]. Nichtsdestoweniger kann man nur schwer vorhersagen, 
welches LM in welcher Menge als Co-Solvenz geeignet ist und über entsprechende Screenings 
Abbildung 1.1-4: Oberflächen-Hydrophilie-Plots der Transaminase aus Chromobacterium violaceum im Kyte-
Doolittle-Maßstab. A: Homotetramer Über<sicht, B: Monomer - Zugang zum katalytischen Zentrum, C: 
Monomer - entgegen gewandte Seite des katalytischen Zentrums – RCSB Ref.: 4A6T. Blau: hydrophile 
Aminosäuren, Rot: hydrophobe Aminosäuren, Weiß: neutrale Aminosäuren, Grün: Pyridoxalphosphat im 
katalytischen Zentrum. Plots via Chimera 1.12. 
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muss der beste Kandidat ermittelt werden. Hierbei zeigt die  Mehrzahl der Co-Solvenzien einen 
negativen Effekt auf den Biokatalysator und in vielen Fällen führt es sogar zur kompletten 
Inaktivierung [70, 79–81]. Weiterhin können im wässrigen Milieu Hydrolysereaktionen 
stattfinden oder das Gleichgewicht der Biotransformation negativ beeinflusst werden. Beispiele 
hierfür sind die Hydrolyse von para-Nitrophenolacetat beziehungsweise die Veresterungen 
mittels Lipasen [9, 82–85]. 
Organische Lösungsmittel verbessern drastisch die Biofügbarkeit von hydrophoben 
Substraten, jedoch benötigen Biokatalysatoren Wasser, um ihre katalytisch wirksame 
Konformation beizubehalten, wobei oftmals geringste Mengen Wasser ausreichend sind. LM, 
vor allem polare Vertreter, abstrahieren jedoch Wassermoleküle aus der Hydrathülle von 
Enzymen und schädigen deren Konformation und Funktionalität [86–89]. Somit bleibt nur 
Enzymen mit besonderen strukturellen Merkmalen der Einsatz in organischen LM vorbehalten. 
In der Literatur spricht man von Enzymen mit einer „harten“ bzw. „starren“ Struktur [90]. 
Nennenswerte Enzymvertreter mit diesen Charakteristika sind im Besonderen häufig Lipasen 
und die ADH-A aus Rhodococcus ruber [91, 92]. 
Ionische Flüssigkeiten (IL) sind Reaktionsmedien, die ganzheitlich aus Ionen aufgebaut sind 
und seit Anfang der 2000er Jahre vermehrt auf Anwendungsmöglichkeiten für Katalysen und 
Biokatalysen untersucht werden. Die Anpassungsfähigkeit dieser Medien in Bezug auf 
Biokompatibilität und Bioverfügbarkeit der Substrate wird klar herausgestellt [71, 72, 93–97]. 
Fasst man die Untersuchungsergebnisse jedoch zusammen, ergibt sich für die  Anwendung für 
Biokatalysen ein konträres Bild, ähnlich der Rahmenbedingungen für organische LM: 
überwiegend Enzyminaktivierungen, erschwerte Produktaufarbeitung, wenn ein Einsatz von 
Co-Solvenzien erfolgt, unbekannte Toxizitäten aufgrund von oftmals fluoridhaltigen Anionen 
und zum Teil widersprüchliche Ergebnisse in der Publikationslandschaft.  Hierbei wurden für 
Candida antarctica Lipase B, Candida rugosa Lipase und Mucor miehei Lipase in 1-Butyl-3-
methylimidazoliumhexafluorophosphat einerseits Aktivitätsdaten, andererseits auch 
Inaktivierungen festgestellt und veröffentlicht [98]. Ein genereller Mehrwert für 
Biokatalysatoren scheint eher abwegig, insofern diese LM nur für besondere Einzelfälle 
deutliche Vorteile kreieren [93, 98–101].  
Stark eutektische Flüssigkeiten – Deep Eutectic Solvents (DES) stellen eine Untergruppe 
der ionischen Flüssigkeiten dar. Sie bestehen aus einem Wasserstoffbrücken-Akzeptor, zumeist 
quartäre Ammoniumverbindungen oder Metall-Salze, und einem Wasserstoffbrücken-Donor, 
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häufig organische Säuren, Alkohole, Einfachzucker, Harnstoff oder Glycerin. Die 
Komponenten werden bei der Herstellung miteinander aufgeschmolzen, hierbei entsteht eine 
klare Flüssigkeit mit stark erniedrigtem Schmelzpunkt, geringem Dampfdruck, geringer 
Toxizität, die weiterhin mit Wasserstoffbrücken-Donoren mischbar ist. DES, im Gegensatz zu 
IL, sind deutlich kostengünstiger herstellbar [72, 102–106]. Kürzlich wurden ebenfalls 
hydrophobe Vertreter evaluiert, die das Einsatzspektrum dieser Stoffgruppe zusätzlich 
erweitern [107]. Jedoch scheint diese Gruppe ebenfalls über gewisse Nachteile zu verfügen, 
wobei Enzyminaktivierungen und eine gesteigerte Cytotoxizität gegenüber den 
Einzelbestandteilen festgestellt wurden [104]. Bisher wurden primär Hydrolasen, im Speziellen 
Lipasen, in diesen Reaktionsmedien eingesetzt. Ebenso konnten Ganzzell-Biokatalysatoren,  
BAL und ADH, unter teilweiser Verwendung von Co-Solvenzien erfolgreich in DES eingesetzt 
werden [73, 106, 108–114]. 
2-Phasensysteme und ihre recht frühe Applikation in der Biokatalyse war die logische 
Konsequenz aus den beschriebenen Nachteilen von rein wässrigen oder rein organischen 
Einphasen-Reaktionssystemen. Durch den Einsatz zweier Phasen, typischer Weise eine 
gepufferte wässrige Phase mit gelöstem oder suspendiertem Biokatalysator, und einer nicht-
wassermischbaren organischen Phase mit gelöstem Substrat in hoher Bioverfügbarkeit, wurden 
positive Effekte auf biokatalysierte Reaktionen festgestellt [115, 116]. Der Begriff 
2-Phasensystem wird in der Biotechnologie durchaus unterschiedlich definiert. In den 1987er 
Jahren wurde versucht eine sehr genaue Definition anzustreben. Hierbei sollten 
Trägermaterialien, hydrierte Ganzzell-Katalysatoren und Enzyme, auch „mikroaquatische 
Systeme“ genannt, ebenfalls als eigenständige Phasen betrachtet werden [117]. Jedoch setzte 
sich diese Betrachtungsweise unter den Biotechnologen nicht durch, insofern in der heutigen 
Zeit ein 2-Phasensystem als ein Gemisch aus zwei nicht oder leicht miteinander mischbaren 
Phasen definiert ist und der Phänotyp des eingesetzten Biokatalysators von der Betrachtung 
ausgeschlossen wird [75, 118, 119]. Der aktuellen Definition folgend, werden 2-Phasensysteme 
nochmals in klassische 2-Phasensysteme, die eine zusammenhängende Phasengrenze 
aufweisen, und Emulsionen mit vergrößerter, nicht zusammenhängenden Phasengrenzen 
untergliedert [117]. Diese Reaktionssysteme vereinen die positiven Effekte der einphasigen 
Pendants: optimaler Puffer und pH-Wert sowie Löslichkeitsvermögen für den Biokatalysator 
und benötigter Cofaktoren sowie die räumliche Trennung von Substrat bzw. Produkt vom 
Biokatalysator, bei gleichzeitig hoher Bioverfügbarkeit. Zum einen können Substrat-Produkt-
induzierte Inhibierung des Biokatalysators und eventuelle Nebenreaktionen auf diese Weise 
minimiert werden, zum anderen werden die Reaktionsgleichgewichte eindeutig in Richtung der 
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Zielreaktionen beeinflusst [76, 117, 118]. Diese Systeme übernehmen allerdings auch alle 
negativen Eigenschaften der einphasigen Gegenstücke, wobei in der Kombination zusätzliche 
adverse Vorgänge entstehen: Wechselwirkungen von gelösten LM-Molekülen mit dem 
Biokatalysator, Grenzflächen-Inaktivierung des eingesetzten Enzyms durch 
Grenzflächenadsorption, damit verbundenen Konformationsänderungen in der Tertiärstruktur 
und finalem Funktionsverlust [120, 121]. 
Emulsionen werden hergestellt, indem zwei nicht-mischbare Flüssigkeiten durch das Anlegen 
einer Schubspannung fragmentiert werden. Als Folge entstehen eine dispergierte und eine 
kontinuierliche Phase. Hierbei werden entweder Öl-in-Wasser (o/w) oder Wasser-in-Öl (w/o) 
Emulsionen, auch inverse Emulsionen genannt, gebildet [122, 123]. Der Emulsionsprozess bei 
Anlegen einer Schubspannung umfasst drei distinkte Vorgänge: 1. Die Bildung von Öl- bzw. 
Wasserfilmen in turbulenter Strömung; 2. Der Tropfenaufbruch durch Schwankungen der 
Druckverteilung, hervorgerufen durch fluktuierende Geschwindigkeiten (Δυ) an der 
Grenzschicht, in deren Folge separate Tröpfchen mit einem Durchmesser dmin vom Film 
„abreißen“; 3. Verteilung der entstandenen Tröpfchen in der kontinuierlichen Phase (kP) mit 
der Dichte ρ und idealisiert eine homogen verteilte, monodisperse Emulsion entsteht [123, 124]. 
Die zerkleinerungswirksame Spannung kann durch die Reynolds-Spannungen (Δυ²ρ) 
wiedergegeben werden. Aus dem Verhältnis von Reynolds-Spannung und der 
tröpfchenerhaltenden Oberflächenspannung (σ) resultiert im Kräftegleichgewicht eine 
minimale Tröpfchengröße dmin mit charakteristischer Weberzahl, die nicht mehr unterschritten 
werden kann (Formel 1.2-1): 
Formel 2.1.12-1 
𝑊𝑒𝑡 = ∆𝜈2𝜌𝑘𝑃𝑑𝑚𝑖𝑛σ  
Δυ: turbulente Schwankungsgeschwindigkeit, [ms-1] 
ρkP: Dichte der kP, [kgm-3] 
dmin: Minimaler Tröpfchendurchmesser, [m] 
σ: Oberflächenspannung, [Nm-1, kgs-2] 
 
Generell gilt, je größer die Weberzahl, desto stärker die Deformation an der Grenzfläche und 
desto kleinere Tröpfchen brechen vom Film ab. 
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Durch den Dispersionsprozess ändert sich das Verhältnis zwischen Volumen und Oberfläche 
der dispergierten Phase (dP) enorm und kann mit Werten zwischen 100 bis 1000 m²g-1 
angenommen werden. Je größer das Verhältnis von Oberfläche zu Volumen wird, desto klarer 
dominieren die Oberflächen und deren Eigenschaften das Gesamtsystem [125]. Der entstehende 
Emulsionstyp wird bei Zugabe von Hilfsstoffen, den Tensiden, durch die Tensidspezies 
und -konzentration kontrolliert, wobei die Löslichkeit des Tensids in den Phasen entscheidet. 
Die besser lösende Phase bildet zumeist die kP. Das Tensidverhalten wird durch den 
hydrophilic-hydrophobic-balance-Wert (HLB) definiert, der von 0 (öllöslich) bis 20 
(wasserlöslich) reicht. Tenside mit einem HLB von 8 bis 18 stabilisieren o/w Emulsionen 
besonders gut, wohingegen Tenside mit HLB-Werten von 3 bis 6 w/o Emulsionen ausbilden 
[122, 124, 126, 127]. Ursache der stabilisierenden Wirkung von Tensiden in Emulsionen sind 
deren Wechselwirkungen untereinander an der Phasengrenze sowie mit dP und kP. Dadurch 
findet eine Verarmung von Lösungsmittel-Molekülen an der Interphase statt, in deren Folge die 
Grenzflächenspannung herabgesetzt wird. Zusätzlich wird eine sterische Stabilisierung 
erreicht, da bei Annäherung der Dispersionströpfchen Konformationseinschränkungen der 
lypophilen Ketten der Tenside zu einem Entropieverlust führen und dies gleichzeitig eine 
Abstoßung hervorruft [125, 128]. Eine Emulsion wird als stabil betrachtet, wenn im 
Experimentalzeitraum keine erkennbaren Veränderungen in der Tröpfchen-
zahl, -größenverteilung und räumlichen Verteilung vorliegen. Veränderungen können auf 
destabilisierende Effekte hinweisen, hierbei sind in der Literatur vier Vorgänge definiert: 
1. Aufrahmung (o/w) bzw. Sedimentation (w/o), 2. Flockung, 3. Coaleszenz und 4. Ostwald-
Reifung.  
Die Aufrahmungs- bzw. Sedimentationsgeschwindigkeit der dP in Betrachtung eines einzelnen 
Tropfens ist durch die Formel 1.2-2, auch Gesetz von Stokes genannt, definiert [127, 129]. 
Jedoch ergeben sich bei Emulsionen im nativen Zustand keine Töpfchenmonolayer, wodurch 
ausgehend von dieser Betrachtungsweise in der Literatur weitaus kompliziertere Modelle für 
die Beschreibung zur Verfügung stehen. Dennoch können an Hand der Formel 1.2-2 die 
wichtigsten Parameter für die Beschreibung von Aufrahmung bzw. Sedimentation in 
Emulsionen und weiterführend Gegenmaßnahmen abgeleitet werden: 1. kleine Tröpfchen-
durchmesser erzeugen, 2. nicht-mischbare LM mit geringen Dichteunterschieden nutzen und 3. 




𝜈𝑆 = 2𝑟2(𝜌0 − 𝜌)𝑔9𝜂0  
r: Tropfenradius, [m] 
ρ0: Dichte der kP, [kgm-3] 
ρ: Dichte der dP, [kgm-3] 
g: Beschleunigung bzw. Gravitation, [ms-2] 
η0: dynamische Viskosität der kP, [kgm-1s-1] 
In Emulsionen bezeichnet der Begriff „Flockung“ das Aggregieren von Emulsionströpfchen 
ohne Integritätseinbußen der individuellen Tröpfchengrenzflächen. Ob dieser Prozess 
stattfindet, ist prinzipiell abhängig vom Zusammenwirken anziehender und repulsiver Kräfte, 
die durch verschiedene Parameter beeinflusst werden: van-der-Waals-Anziehung 
(Tröpfchengröße und Hamaker Konstante), elektrostatische Abstoßung (Grenzflächenpotenzial 
der Tröpfchen, Tröpfchendurchmesser und Ionenstärke der kP) und sterische Repulsion 
(Packungsdichte der Tenside und deren Kohlenstoffkettenlänge sowie Flexibilität der Ketten 
und LM-Qualität). Flockung wird durch polydisperse Tröpfchen begünstigt und erhöht die 
effektive Tröpfchengröße, in dessen Folge Aufrahmung oder Sedimentation beschleunigt 
eintreten kann. [122, 127, 129].  
Coaleszenz ist die Verschmelzung von zwei oder mehr Tröpfchen zu einem größeren Tropfen 
und stellt einen sehr komplexen Prozess dar. Coaleszenz ist von Faktoren wie Gravitation, 
colloidalen, hydrodynamischen und mechanischen Kräften sowie Vorgängen auf molekularer 
Ebene an der Grenzfläche, speziell Wasser-, Öl- und Tensidmoleküle, beeinflusst. Resultierend 
aus dem Zusammenspiel der genannten Faktoren wird die Filmdicke der kP zwischen den 
Tröpfchen so stark verringert, in dessen Folge deformierte Tröpfchen und ein immer dünner 
werdender paralleler Film entstehen, letztendlich ein Bruch des Films sehr wahrscheinlich wird 
und die Tröpfchen fusionieren [127, 129]. Etliche Versuche wurden unternommen diesen 
Vorgang in flüssigen Systemen greifbar zu analysieren und hierbei die Derjaguin-Landau-
Verwey-Overbeek (DLVO)-Theorie die physikalische Grundlage der elektrostatischen 
Stabilisierung von Emulsionen bildet. Bei dünnen Filmdicken kann Coaleszenz zwischen zwei 
Tröpfchen mit deren osmotischen Druck bzw. dessen Counterpart, dem disjoining pressure 
(Πd), korreliert und über ist die Formel 1.2-3 als Näherung erfasst werden. Diese Näherung gibt 
die ermittelten Experimentalwerte sehr genau wieder [122, 124, 125, 127, 128]. Die DLVO-
Theorie beinhaltet, dass wässrige Tröpfchen, besonders jene mit gelösten Salzen, van-der-
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Waals- und Doppelschicht-Wechselwirkungen unterliegen. Van-der-Waals-Wechselwirkungen 
(erster Term der Formel 1.2-3) entstehen durch Rotation und Fluktuation der Dipole von 
Atomen und Molekülen. Die Hamaker-Konstante nimmt zumeist Werte von 10-21 bis 10-19 Joule 
an und hierbei insgesamt anziehende Kräfte zwischen den Tröpfchen wirken. Van-der-Waals-
Wechselwirkungen sind somit dem disjoining pressure entgegen gerichtet. Der zweite Term der 
Formel 1.2-3 fokussiert als Näherung die Doppelschicht-Wechselwirkungen, die besonders bei 
ionenbeladenen Tröpfchen zum Tragen kommen und zumeist repulsive Kräfte zwischen ihnen 
abbildet. Die abgebildete Formel 1.2-3, da auf Experimentalwerten beruhend, neigt allerdings 
bei höheren Salzkonzentrationen zu Abweichungen [130].  
Formel 2.1.1-3 
Π𝑑 = − 𝐴𝐻6𝜋ℎ3 + 64 ∙ 103𝑐𝑒𝑙𝑁𝐴𝑘𝑇 tan ℎ2 (𝑒𝜓04𝑘𝑇)−𝜅ℎ 
 AH: Hamaker-Konstante, [J, kgm²s-²] 
 h: Filmdicke, [m] 
 cel: molare Konzentration des Elektrolyten, [molL-1] 
 NA: Avogadro-Konstante, [6,022 · 1023 mol-1] 
 kT: thermische Energie, [J, kgm²s-²] 
 e: Elementarladung, [1,602· 1019 C] 
 ψ0: Nernst-Potenzial bzw. Oberflächen-Potenzial, [V] 
 κ: Debye-Länge, [m] 
 
Für die Etablierung stabiler w/o Pickering Emulsionen wird demnach ein hoher disjoining 
pressure angestrebt, der durch die Erhöhung der Ionenstärke der dP erreicht werden kann. 
Anionen oder Kationen adsorbieren bevorzugt an der Phasengrenze und bewirken eine 
Erhöhung des Nernst-Potenzials sowie der Coulomb-Abstoßung. Mit dieser Methodik kann 
eine elektrostatische Stabilisierung der w/o Emulsion sehr einfach erreicht werden.  
Die Löslichkeit eines Stoffs erhöht sich mit kleiner werdenden Tröpfchengrößen, weshalb 
zwischen größeren und kleineren Tröpfchen in der kP ein Konzentrationsgradient gelöster dP-
Moleküle entsteht. Dadurch fußt die Ostwald-Reifung auf der Lifshitz-Slezov-Wagner-Theorie 
und dem Massentransport durch Diffusion zwischen den erwähnten Tröpfchen in der kP, in 
dessen Folge eine Tröpfchengrößenzunahme und Reduktion der Grenzflächenspannung 
stattfindet. Die Ostwald-Reifung kann mit der Formel 1.2-4 abgebildet werden [127, 131].  
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Formel 2.1.1-4 
𝜔 = 𝑑𝑟𝑐3𝑑𝑡 = 8𝑐(∞)𝛾𝑉𝑚𝐷9𝑅𝑇  
 
 rc: kritischer Radius des Systems zu distinkter Zeit, [m] 
 t: Zeit, [s] 
c(∞): Löslichkeit an planarer Phasengrenze, [m³m-3] 
 γ: Grenzflächenspannung, [kgs-2] 
 Vm: molares Volumen dP, [m³mol-1] 
 D: Diffusionskoeffizient, [m²s-1] 
 RT: Raumtemperatur, [K] 
 
Hierbei spielen die Löslichkeiten der Phasen ineinander eine essenzielle Rolle. Bei sehr 
geringen Löslichkeiten ist Ostwald-Reifung vernachlässigbar, da kein Massentransfer 
stattfinden kann [129]. 
Nutzt man Emulsionen als Reaktionssysteme für Biokatalysen mit anschließender Reinigung, 
dem sogenannten Down Stream Processing (DSP), des Produktes ergeben sich gegenüber dem 
klassischen 2-Phasensystem sowohl neue Vorteile als auch Nachteile. Signifikante Vorteile sind 
die stark vergrößerte Grenzfläche und damit reaktive Oberfläche, die bei einer homogenen 
Verteilung der dP für einen besseren Massentransfer, damit potenzielle Aktivitäts-
verbesserungen des Biokatalysators hervorruft und dadurch die Produktivität des Systems 
signifikant erhöht [85, 132–136]. Negative Auswirkungen können sich sowohl als adverse 
Effekte der Tenside auf den Biokatalysator als auch durch Verdrängung der Biokatalysatoren 
an der Interphase durch kompetitive Adsorption von Tensiden und Proteinen zeigen [133, 137, 
138]. Weiterhin sind in tensidstabilisierten Emulsionen ebenfalls starke Schaumbildung und 
ebenso die Bildung von reversen Mizellen beschrieben. In organischen LM ergeben sich diese 
Vorgänge aus der entropiegetriebenen Zusammenlagerung der Tenside an den hydrophilen 
Molekülteilen. Eine derartige Kontamination der Produktphase mit Tensiden gilt es zu 
vermeiden, da die Abtrennung von Tensiden als sehr aufwendig beschrieben ist [127, 134, 139, 
140]. Auch können bei Membranfiltrationen die Mizellen und einzelne Tensidmoleküle die 
Porengrößen verringern, insofern höhere Transmembrandrücke nötig sind, um konstante 
Fluxraten der Produktphase aufrecht zu erhalten. Des Weiteren können Tenside die Membranen 
angreifen und beschädigen, was als Membranfouling bezeichnet wird [141, 142]. 
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1.3 Pickering Emulsionen - Stand der Technik 
Pickering Emulsionen (PE) stellen eine Untergruppe der Emulsionen dar und wurden 1907 von 
Spencer U. Pickering entdeckt [143]. Sie werden anstelle von Tensiden an der Grenzschicht 
durch adsorbierte Nano- oder Mikropartikel stabilisiert. Ähnlich dem HLB-Wert spielt die 
Benetzbarkeit der Partikel mit beiden Phasen eine essenzielle Rolle für die Ausbildung des 
Emulsionstyps. Die Partikelbenetzbarkeit an der Grenzfläche wird durch den Kontaktwinkel θ 
definiert und hat einen überragenden Einfluss auf die Tröpfchenstabilität (Abb. 1.3-1). Die beste 
Stabilität, hervorgerufen durch die höchsten Adsorptionsenergien, wird bei Kontaktwinkeln 
zwischen 50° < θ < 130° erreicht. Das theoretische Optimum liegt bei einem Kontaktwinkel 
von 90°, jedoch ist dieser Kontaktwinkel zeitgleich auch das Optimum für eine Phasenumkehr 
der PE. Hydrophile Partikel (θ < 90°) tendieren zur Bildung von o/w PE, wohingegen 
hydrophobe Partikel (θ > 90°) bevorzugt w/o PE bilden [144–148].  
Erste Untersuchungen der Tröpfchendurchmesser in Abhängigkeit von der eingesetzten 
Partikelmenge zeigten als Resultat drei Partikelregime, hierbei wies das erste Regime bei 1,5% 
Partikel-Massenkonzentration, große Tröpfchendurchmesser und geringe Emulsionsstabilitäten 
auf. Das zweite Regime, 1,5 bis 5,5% Massenkonzentration, zeigte kleinere 
Tröpfchendurchmesser und stabile Emulsionen. Ab einer Massenkonzentration von über 5,5% 
Partikeln war das dritte Regime definiert, indem sehr kleine stabile Tröpfchen entstanden und 
Überschusspartikel in der kP feststellbar waren [140, 149]. Weiterhin war bei angepassten 
Massenkonzentrationen ein starker Einfluss der Phasenverhältnisse auf die finalen 
Tröpfchengrößen zu beobachten. Mit zunehmendem Phasenverhältnis dP zu kP wurden größere 
Tröpfchendurchmesser detektiert  [145, 150, 151]. Die meisten PE werden über die Applikation 
von Schubspannungen über Rührer oder Dispergierer erzeugt. Hierbei wurde ein signifikanter 
aber schwächerer Effekt auf die resultierenden mittleren Tröpfchendurchmesser festgestellt 
[145, 148]. Im Wesentlichen treffen für Pickering Emulsionen die physikalischen Grundlagen 
Abbildung 1.3-1: Kontaktwinkel θ von Partikeln an der Grenzschicht Wasser (dP) zu organischem LM (kP). 
Links: hydrophobe Partikel, Mitte: amphiphile Partikel, rechts: hydrophile Partikel. Adaption auf 
Tröpfchengrenzfläche nach [155]. 
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aus Kap. 1.2 für Emulsionen ebenfalls zu. Als Vorteile von Pickering Emulsionen gelten in der 
Literatur sowohl eine höhere Persistenz gegenüber destabilisierenden Emulsionsprozessen als 
auch die meisten klassischen Emulsionen durch PE ersetzen zu können [140]. Als einzigartiger 
Vorteil dürfte sich jedoch das DSP der Produktphase gegenüber den klassischen 
tensidstabilisierten Emulsionen darstellen. Obwohl sich bei Überschussanwendung Partikel und 
Tenside in der Produktphase aufhalten können, sind Partikel jedoch durch reguläres DSP wie 
Zentrifugation oder Membranabtrennungsverfahren einfacher zurückzuhalten. Durch den 
Einsatz von stabilisierenden Partikeln können adverse Effekte auf den Biokatalysator ebenfalls 
minimiert werden [133, 134, 152–154]. Trotz dieser bemerkenswerten Vorteile in Bezug auf 
biokatalytische Anwendungen wurden bislang überwiegend physiko-chemische 
Untersuchungen sowie Charakterisierungen von Pickering Emulsionen publiziert [144, 155–
163]. Die primären Einsatzzwecke der PE beschränkten sich hierbei auf die Herstellung von 
Janus-Kolloiden, Colloidosomen und auf den Nahrungsmittelbereich [164–172]. Einige wenige 
Publikationen befassten sich mit der Ergründung neuer alternativer PE-Komponenten wie 
Bakterien oder Sporen als grenzschichtstabilisierende Partikel [173–176]. Im Jahr 2011 erfolgte 
dann der Umbruch mit der Publikation „Nanoparticle Cages for Enzyme Catalysis in Organic 
Media“, in der erstmals das enorme Potenzial von w/o PE Reaktionssystemen für die Enzyme 
CALB und BAL wissenschaftlich untersucht und beleuchtet wurde. Gleichzeitig wurde für 
beide Enzyme gezeigt, dass keine signifikant negativen Veränderungen in der Sekundärstruktur 
der Enzyme stattfänden, wenn diese kurzfristig in w/o PE eingesetzt würden [139]. Jedoch 
werden in der Literatur auch strukturelle Veränderungen und damit Funktionsverluste von 
Enzymen in Gegenwart von Grenzflächen beschrieben [121, 177, 178].  
Bisher wurde der überwiegende Teil der Forschung den o/w PE gewidmet [179–184]. Hierbei 
wiesen fast alle Publikationen typische Rahmenbedingungen von Machbarkeitsstudien in 
spezialisierten Systemen auf: 1. minimale Reaktionsvolumina von ≤ 1 mL [185–187]; 2. sehr 
geringe Substratkonzentrationen, teilweise im submillimolarem Bereich [188–190]; 
3. Biokatalysedaten nur in Form von ee-Werten [191]; 4. Raum-Zeit-Ausbeuten von 
0,58 g Produkt pro Tag sowie im DSP Fluxraten der produkttragenden Phase von 2,5 mLh-1 
[192]. Hinzu kommen als 5. Punkt: anspruchsvolle und zeitraubende Herstellungsmethoden für 
Nanopartikel und die Immobilisierung der Biokatalysatoren [185–187, 193].  
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1.4 Zielstellung der Arbeit: Optimierte bioaktive w/o Pickering 
Emulsionen 
Trotz der kontinuierlichen Forschung auf dem Gebiet der w/o Pickering Emulsionen seit 2011 
wurden essenzielle Fragen, die Biokatalyse in w/o Pickering Emulsionen betreffend, nicht 
beantwortet. In dieser Studie wurde die Eignung und Optimierung dieses Reaktionssystems für 
effiziente Biokatalysen mit vier Enzymklassen untersucht. Grundlegend sollte aufgeklärt 
werden, ob w/o Pickering Emulsionen eine Plattformtechnologie für den Einsatz von 
Biokatalysatoren darstellen können. 
PE sind hoch dynamische Systeme, wobei bisher keine Lösungsmittel- oder Partikel-Screenings 
sowie multivariate Analysen durchgeführt bzw. publiziert wurden. Um eine umfassende 
Charakterisierung von w/o PE zu realisieren, wurden in den vorherigen Abschnitten (Kap. 1.2 
und 1.3) etliche Stellräder: Partikelbenetzbarkeit und -mengen, Phasenverhältnisse, 
Herstellungsmethodik und Schubspannungen wissenschaftlich herausgearbeitet und der 
momentane Stand der Technik abgebildet. Bisher wurde nur unzulänglich erfasst, was passiert, 
wenn amphiphile Proteine oder Zellen dem PE-System als Biokatalysatoren hinzugefügt 
werden. Gelten die bisherigen Stellräder weiterhin oder verändern sich diese grundlegend? 
Auch sind nur vereinzelt Informationen zur Mittel- und Langzeitstabilität von bioaktiven PE 
auffindbar, insofern eine Charakterisierung über mindestens 24 Stunden sinnvoll erschien. 
Nicht zuletzt, um eventuelles Inkrafttreten von destabilisierenden Emulsionsprozessen 
abschätzen zu können. Viele Publikationsergebnisse, in ihren spezialisierten PE-Systemen, 
fokussieren Lipasen als bioaktive Komponente, sodass die Charakterisierung auf Grundlage 
von kommerziell erhältlichen Lipasen mit unterschiedlichen Charakteristika als richtig 
erschien. Oftmals sind die mittleren Tröpfchendurchmesser bzw. Sauter-Durchmesser als 
Hauptqualitätsmerkmale festgelegt, da diese als Maß für die Dispersität von Emulsionen und 
weiterführend als Anhaltspunkt für den Massentransfern dienen können. Plattformtechnologien 
zeichnen sich auch durch vielfältige Optionen für Anwendungen und Modifikationen aus, 
insofern auch Fragen in Bezug auf die Anwendung von Compositmaterialien oder Materialien 
aus nachwachsenden Rohstoffen in w/o PE Beantwortung finden sollten. Ebenfalls waren 
Untersuchungen zu Wechselwirkungen innerhalb des Reaktionssystems essenziell. 
Diese grundlegende Charakterisierung von w/o PE lieferte die Wissensbasis für ein optimiertes 
Biokatalyse-Reaktionssystem, wobei die breite Anwendbarkeit, die Plattform bioaktive w/o PE, 
durch den Einsatz verschiedener Lösungsmittel in Kombination mit diversen Formulierungen 
bzw. Phänotypen von Biokatalysatoren kombiniert werden sollte. 
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2 Material & Methoden 
2.1 Material 
2.1.1 Geräte & Zubehör 
Tabelle 2.1.1-1: Geräte und Zubehör 
Gerät Typ Hersteller 
E 
Elektrophoresekammer Blue Vertical Prime Serva 
Elektrophoresekammer Xcell SureLock Invitrogen 
Elektrophoresestromquelle Electrophoresis Power Supply Consort 
G 
GC Headspace GC 2010 mit AOC 5000 Shimadzu 
GC-Säule FS-HYDRODEX γ-DiMOM Macherey-Nagel 
GC-Säule FS-EnantioSELECT® beta 1 CS - Chromatographie Service 
GC-Säule Cyclosil-B Agilent Technologies 





Zahnkranzdispergierer: T 18 ULTRA-
TURRAX®  
mit S 18 N - 19 G Dispergierwerkzeug  
IKA Labortechnik 
Homogenisator Labsonic M Ultraschall Sartorius 
K 
Magnetrührer IKA-RO 15 power IKA Labortechnik 
Magnetrührer IKA-RT 15 IKA Labortechnik 
Mikroskop Axioskop Carl Zeiss 
Mikroskop-Kamera AxioCam MRc Carl Zeiss 
P 
pH-Meter inoLab pH Level 1 WTW 
Plattenreader Tecan Infinite 200Pro Tecan Group 
Plattformschüttler Duomax 1030 Heidolph 
O 
Orbitalschüttler 




Sterilwerkbank Herasafe HS18 Thermo Fischer 
T 
Tieftemperatur-Gefrierschrank Freezer ultra low temperature New Brunswick Scientific 
Trockenschrank WTC Serie Binder 
Trockenschrank FP 53 Serie Binder 
Tropfenkonturenanalyse DSA 10 Krüss 
U 
Überkopfschüttler Test-Tube-Rotator Kisker Biotech 
V 
Vortex Schüttler Vortex Genius 3 IKA Labortechnik 
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W 
Waage Kern EW Kern & Sohn 
Waage Kern 770 Kern & Sohn 
Z 
Zentrifuge Beckmann Avanti J-25 Beckmann Coulter 
Zentrifuge Eppendorf 5804 Eppendorf 
Zentrifuge Sigma 1-14, Rotor 12094 Sigma Laborzentrifugen 
Zentrifuge Sigma 3-18K, Rotor 12094 Sigma Laborzentrifugen 




2.1.2 Chemikalien & Kits 
Tabelle 2.1.2-1: Chemikalienliste 
Stoff CAS Anbieter 
A  
Aceton 67-64-1 Sigma-Aldrich 
Acetophenon 98-86-2 Sigma-Aldrich 
NF-Acrylamid/Bis-Lösung (30%, 29:1) k.A. Carl Roth 
L-Alanin 56-41-7 Sigma-Aldrich 
3-Aminopropyltrimethoxysilan (APTMS) 919-30-2 ABCR 
Ammoniaklösung 25% 1336-21-6 VWR 
Ammoniak 99% 7664-41-7 VWR 
Ammoniaklösung 30 % 1336-21-6 VWR 
Ammoniumpersulfat (APS)  7727-54-0 Carl Roth 
Anisol 100-66-3 VWR 
B 
BCA Protein Assay Kit (Pierce®) k.A. Thermo Fisher 
Benzaldehyd 100-52-7 VWT 
Benzil 134-81-6 VWR 
rac-Benzoin 119-53-9 Sigma-Aldrich 
rac-Benzoinbutyrat 50889-11-7 Eigensynthese 
Benzylalkohol (Pyruvat) 100-51-6 VWR 
Brenztraubensäure Natriumsalz 113-24-6 Carl Roth 
Brillant Blau G 250 6104-58-1 Carl Roth 
Bromphenolblau Natriumsalz 34725-61-6 Carl Roth 
Butylacetat 123-86-4 VWR 
Butyrylchlorid 141-75-3 VWR 
C 
C3-PEG400 (α,ω-di-allyl-PEG400, Crosslinker) k.A. Eigensynthese 
Casein-Natriumsalz (aus Kuhmilch) 9005-46-3 Sigma-Aldrich 
Cholinchlorid 67-48-1 VWR 
Cyclopentylmethylether 5614-37-9 VWR 
D 
Dibutylether 142-96-1 VWR 
Diethylether 60-29-7 VWR 
Diisopropylether 108-20-3 VWR 
Dimethylsulfoxid 67-68-5 VWR 
 
E 
Eisen(II, III)-oxid 1317-61-9 Sigma-Aldrich 
Ethanol (techn.) 64-17-5 Sigma-Aldrich 
Ethanol (96 %, vergällt) 64-17-5 Carl Roth 
Ethanol (96 %, reinst.) 64-17-5 Carl Roth 
F 
Fluoresceinisothiocyanat 3326-32-7 VWR 
G 
Gelatine (240 Bloom) 9000-70-8 Carl Roth 
H 
H Star Protein® B (Hydrophobin) k.A. BASF 
Harnstoff 57-13-6 VWR 
Hexan 110-54-3 VWR 
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2-Hexanon 591-78-6 VWR 
N-2-Hydroxyethylpiperazin-N'-2-ethansulfonsäure (HEPES) 7365-45-9 Carl Roth 
K 
Kaliumdihydrogenphosphat 7778-77-0 Carl Roth 





Magnesiumsulfatheptahydrat 10034-99-8 Merck 
Methanol 67-56-1 Sigma-Aldrich 
2-Methyltetrahydrofuran (stab. 150-400 ppm BHT) 96-47-9 Sigma-Aldrich 
Methylisobutylketon (MIBK) 108-10-1 Carl Roth 
Mercaptoethanol 60-24-2 Sigma-Aldrich 
Methyl-tert-Butylether 1634-04-4 Sigma-Aldrich 
 
N 
NADH-Dinatriumsalz 606-68-8 Carl Roth 
Natriumhydroxid 1310-73-2 Carl Roth 
Natriumdodecylsulfat (10%, SDS) 151-21-3 Carl Roth 
4-Nitrophenylacetat 830-03-5 VWR 
P 
1-Phenylethanol (α-Methylbenzylalkohol) 98-85-1 Sigma-Aldrich 
1-Phenylethanolbutyrat (α-Methylbenzylbutyrat) 3460-44-4 Sigma-Aldrich 
1-Phenylethylamin (α-Methylbenzylamin) 618-36-0 VWR 
2-Phenylbutyronitrile 769-68-6 Sigma-Aldrich 
2-Pentanon (99+%) 107-87-9 VWR 
Polymer VS50 k.A. Hause Chemie 
iso-Propanol 67-63-0 VWR 
Proteinstandard (vorgefärbt, 11–245 kDa) k.A. New England 
Biolabs 
Proteinstandard (vorgefärbt, 10 - 180 kDa) k.A. Thermo Scientific 
Pyridoxal-5′-phosphathydrat 853645-22-4 Sigma-Aldrich 
R 
Roti-Nanoquant k.A. Carl Roth 
S 
Salzsäure 7647-01-0 Carl Roth 
Schwefelsäure 7664-93-9 Carl Roth 
D-Siloxan (SiH/ SiCH3: 5:1) k.A. Evonik 
T 
Tetraethoxysilan 78-10-4 ABCR 
Tetramethylethylendiamin (TEMED) 110-18-9 Sigma-Aldrich 
Tetramethylorthosilicat 681-84-5 ABCR 
Thiaminpyrophosphat 154-87-0 VWR 
Toluol 108-88-3 VWR 
Triethanolamin (TEA) 102-71-6 Carl Roth 
Trimethoxyoctadecylsilan 3069-42-9 ABCR 
Tris(hydroxymethyl)-aminomethan (Tris) 77-86-1 Carl Roth 
Triton X-100 9002-93-1 Carl Roth 
V 
Vinylbutyrat 123-20-6 TCI Deutschland 
Z 
Zinkchlorid 7646-85-7 Carl Roth 
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2.1.3 Puffer 
Phosphat-Puffer nach Sörensen 
Der Phosphatpuffer nach Sörensen wurde mit den Komponenten Kaliumdihydrogenphosphat 
und Dikaliumhydrogenphosphat hergestellt. Hierbei wurden 1 M Stammlösungen mit 122,49 g 
Kaliumdihydrogenphosphat und 156,76 g Dikaliumhydrogenphosphat auf 900 mL hergestellt. 
Die verschiedenen Molaritäten der Puffer wurden durch Verdünnung der Lösungen erzeugt und 
die entsprechenden pH-Werte realisiert, indem Dikaliumhydrogenphosphat- vorgelegt und mit 
Kaliumdihydrogenphosphat-Lösung auf 100 mL aufgefüllt wurde (Tab. 2.1.3-1). 
Tabelle 2.1.3-1: Vorgelegtes Volumen (mL) Dikaliumhydrogenphosphat-Lösung beliebiger Molarität für die pH-
Wert-Einstellung des Phosphatpuffers nach Sörensen, welche dann auf 100 mL mit Kaliumdihydrogenphosphat-
Lösung gleicher Molarität aufgefüllt wird. 
pH ,0 ,1 ,2 ,3 ,4 ,5 ,6 ,7 ,8 ,9 
4  0,60 
5 0,95 1,35 1,80 2,30 3,00 3,90 4,90 6,20 7,90 9,80 
6 12,1 15,0 18,4 22,1 26,4 31,3 37,2 43,0 49,2 55,2 
7 61,2 67,0 72,6 77,7 81,8 85,2 88,5 91,2 93,6 95,3 
8 96,9  
 
Triethanolamin-Puffer (TEA) 
Für die Herstellung von 1 M TEA-Puffer wurde 29,8 g TEA in 150 mL destilliertem Wasser 
gelöst, der gewünschte pH-Wert mit 12 M Salzsäure eingestellt und auf 200 mL aufgefüllt. 
2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure-Puffer (HEPES) 
In der Herstellung von 1 M HEPES-Puffer wurden 47,7 g HEPES in 150 mL destilliertem 
Wasser gelöst, der pH-Wert mit 4 M Natriumhydroxid eingestellt und auf 200 mL aufgefüllt. 
Tris(hydroxymethyl)-aminomethan-Salzsäure-Puffer (Tris-HCl) 
Die Herstellung von 1 M Tris-HCl-Puffer erfolgte im Maßstab von 0,9 Liter laut Tab. 2.1.3-2. 
Tabelle 2.1.3-2: Zusammensetzung 1 M Tris-HCl-Puffer 
pH Volumen [L] TrisBase [g] HCl [mL] 
7,0 0,9 109 67,5 – 69,75 
7,5 0,9 109 54 – 56,25 
8,0 0,9 109 36 – 38,25 
Alle verzeichneten Puffer wurden nach der Bereitstellung autoklaviert. 
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2.1.4 Enzyme 
Tabelle 2.1.4-1: Übersicht der verwendeten Enzyme, ihre Klassifizierung und Hersteller 
Klassifizierung EC Bezeichnung Hersteller 
A 
Aldolase 4.1.2.38 
Benzaldehydlyase aus Pseudomonas stutzeri 
Biovar I (BAL) 
Eigenproduktion 
Alkoholdehydrogenase 1.1.1.1 & 1.1.1.2 
Alkoholdehydrogenase aus Rhodococcus ruber 
(ADH-A) 
Eigenproduktion 
Alkoholdehydrogenase 1.1.1.1 & 1.1.1.2 ADH-39 c-LEcta GmbH 
Alkoholdehydrogenase 1.1.1.1 & 1.1.1.2 ADH-74 c-LEcta GmbH 
Alkoholdehydrogenase 1.1.1.1 & 1.1.1.2 ADH-78 c-LEcta GmbH 
Alkoholdehydrogenase 1.1.1.1 & 1.1.1.2 ADH-82 c-LEcta GmbH 
Alkoholdehydrogenase 1.1.1.1 & 1.1.1.2 ADH-97 c-LEcta GmbH 
Alkoholdehydrogenase 1.1.1.1 & 1.1.1.2 ADH-102 c-LEcta GmbH 
Aminotransaminase 2.6.1.X ATA-47 c-LEcta GmbH 
Aminotransaminase 2.6.1.X ATA-82-P c-LEcta GmbH 
Aminotransaminase 2.6.1.X 













Lipase Lipozyme® TL 100 L aus Thermomyces 
(Humicola) lanuginosa (LipTLL) Novozymes 
2.2 Proteinchemische Methoden 
2.2.1 Bestimmung der Proteinkonzentration - BCA-Test 
Die Bicinchoninsäure-basierte Proteinbestimmung (BCA-Test) basiert auf Biuret-Reaktion und 
der Detektion von Cu1+-Ionen, die mit zwei Molekülen Bicinchoninsäure chelatiert vorliegen. 
Dieser Komplex bildet einen wasserlöslichen lila Farbstoff, der bei 562 nm stark absorbiert und 
über UV-Vis-Detektoren gemessen werden kann [194]. Es wurde der BCA Protein Assay Kit 
von Pierce® eingesetzt und nach Herstellerangaben verfahren. Eine Kalibrierung in 7 Stufen 
von 0 bis 1000 µgmL-1 BSA bildete die Bezugsgrundlage und zu vermessene Proben wurden 
unverdünnt bis hundertfach verdünnt eingesetzt, besonders bevorzugt in Verdünnungen von 1:2 
bis 1:10.  
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2.2.2 Bestimmung der Proteingröße und -reinheit - SDS-Polyacrylamidgelelektro-
phorese (SDS – PAGE) 
In der vorliegenden Arbeit wurden Proteine in einem Größenbereich von 30 kDa bis 60 kDa 
über SDS-PAGE untersucht, hierbei wurden Trenngele mit 10 – 15 Vol.-% Acrylamidgehalt 
eingesetzt [195]. Die Zusammensetzung der Sammel- und Trenngele kann Tab. 2.2.2-1 
entnommen werden. In Vorbereitung wurden 37,5 µL Proteinprobe mit 12,5 µL Auftragspuffer 
vermischt und für zehn Minuten bei 95 °C inkubiert, auf Eis abgekühlt und bei 13000 rpm und 
4 °C für fünf Minuten zentrifugiert. Folgend wurden 15 µL der vorbereiteten Proteinlösung und 
5 µL PageRulerTM Prestained Protein Ladder (Thermofisher Scientific) aufgetragen. Die 
Elektrophoresen wurden in Elektrophoreskammern der Firmen Serva (Blue Vertical Prime) und 
Invitrogen (Xcell SureLock) für 80 min bei 180 V in Laufpuffer durchgeführt. Anschließend 
konnten die Gele in fixierender Coomassie-Fäbelösung eingefärbt und anschließend über die 
Inkubation mit warmen Wasser nicht gebundener Farbstoff wieder entfernt werden. Die 
Zusammensetzung der Puffer und Lösungen kann Tab. 2.2.2-2 entnommen werden  




  für 2 Gele für 5 Gele 
15% Trenngel dest. Wasser/ Milli-Q 3472 8660 
10 - 30 kDa 1,5 M Tris-HCl, pH 8,8           3750              9375    
  Acrylamid-Mix 30% (Roth)           7528            18750    
  SDS (10%)             150                 375    
  APS (10%)             150                 375    
  TEMED                 6                  15    
12% Trenngel dest. Wasser/ Milli-Q           5000            12410    
20 - 40 kDa 1,5 M Tris-HCl, pH 8,8           3750              9375    
  Acrylamid-Mix 30% (Roth)           6000            15000    
  SDS (10%)             150                 375    
  APS (10%)             150                 375    
  TEMED                 6                  15    
10% Trenngel dest. Wasser/ Milli-Q           6000            14910    
40+ kDa 1,5 M Tris-HCl, pH 8,8           3750              9375    
  Acrylamid-Mix 30% (Roth)           5000            12500    
  SDS (10%)             150                 375    
  APS (10%)             150                 375    
  TEMED                 6                  15    
5% Sammelgel dest. Wasser/ Milli-Q 4150 10250 
  1,0 M Tris-HCl, pH 6,8 750 1875 
  Acrylamid-Mix 30% (Roth) 1000 2500 
  SDS (10%) 60 150 
  APS (10%) 60 150 




Tabelle 2.2.2-2: Zusammensetzung Puffer und Färbelösung für SDS-PAGE 
  Komponente Menge 
Auftragspuffer Tris-HCI; pH 6,8  756,9 mg 
  SDS (10%) 2 g 
  Glycerol 10 mL 
  Mercaptoethanol 4,487 mL 
  Bromphenolblau 100 mg 
 Laufpuffer Glycin 14,4 g 
  Tris 3 g 
  SDS 1 g 
  Alle Komponenten in 0,9 L dest. Wasser lösen, pH 8,3 (mit HCl korrigieren) auf 1 L auffüllen 
 Färbelösung Coomassie Brilliant Blau R-250 1,25 g 
  Methanol 250 mL 
  Dest. Wasser 200 mL 
  Eisessig 50 mL 
2.2.3 Photometrische Aktivitätsbestimmungen in wässrigem Milieu 
Alkoholdehydrogenasen: NADH-gekoppelter Aktivitätstest 
Für die Bestimmung spezifischer Aktivitäten der ADH wurde ein NADH-gekoppelter 
photometrischer Assay bei 340 nm Wellenlänge durchgeführt (ԑNADH = 6220 Lmol-1cm-1) [196]. 
Hierfür wurden in einer 1 mL Küvette 965 mL Puffer entsprechender Molarität und pH-Wert 
mit 1 mM Acetophenon oder rac-1-Phenylethanol (Endkonzentration) vorgelegt. Als weitere 
Bestandteile folgten 25 µL NADH- bzw. NAD+-Stammlösung (Endkonzentration 0,25 mM) 
und final 10 µL ADH-Stammlösung (10 mgmL-1) in Verdünnungsstufen von 1, 10 und 100. Die 
Extinktionsänderung wurde über 2 min in Triplikaten alle 150 ms bestimmt und der lineare 
Anteil der Messung zur Bestimmung der Konzentrationsänderung über das Lambert-Beer’sche 
Gesetz (Formel 2.2.3-1) genutzt. Unter Einbeziehung des Gesamtvolumens und der 
Enzymmasse wurde die spezifische Aktivität (Formel 2.2.3-2) berechnet: 
Formel 2.2.3-1 𝐸 = 𝑙𝑜𝑔 𝐼0𝐼 = 𝜀 ∙ 𝑐 ∙ 𝑑 
 
I0: Intensität des einfallenden Lichtes, [Wm-2] 
I: Intensität des transmittierten Lichtes, [Wm-2]     
ε: molarer Extinktionskoeffizient, [Lmol-1cm-1] 
c: Stoffmengenkonzentration der gelösten absorbierenden Substanz, [molL-1] 
d: Schichtdicke des durchstrahlten Körpers/ Küvette, [m] 
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Formel 2.2.3-2 𝑎𝑠𝑝𝑒𝑧 =  ∆𝐸340 ∙ 𝑉𝑔𝑒𝑠𝑎𝑚𝑡𝑑 ∙ 𝑚𝐸𝑛𝑧𝑦𝑚 ∙ 𝜀𝑁𝐴𝐷𝐻 
 
ΔE: Extinktionsänderung, [min-1] 
Vgesamt: Gesamtvolumen in Küvette, [L] 
d: Schichtdicke der durchstrahlten Küvette, [cm] 
mEnzym: Enzymmasse, [g] 
εNADH: Molarer Extinktionskoeffizient NADH, [Lmol-1cm-1] 
 
 
Transaminasen: 1-Phenylethylamin – Test 
Für die Bestimmung spezifischer Aktivitäten von Transaminasen, im Speziellen der Cv-ATA, 
wurde ein photometrischer Assay durchgeführt, der auf der Desaminierung von 
rac-1-Phenylethylamin zu Acetophenon basiert. Im Photometer zeigte Acetophenon gegenüber 
rac-1-Phenylethylami ein Absorptionsmaximum bei 276 nm Wellenlänge bei einem molaren 
Extinktionskoeffizienten von ԑ = 1000 Lmol-1cm-1 [197]. 
Der finale Assay bestand aus 865 µL Pufferlösung bei pH 7,5, der Zugabe von 100 µL Substrat-
Mix, bestehend aus 30 mM rac-1-Phenylethylamin und 30 mM Pyruvat. Zusätzlich wurden 
35 µL Enzymlösung, in verschiedenen Verdünnungen, in Puffer pH 7,5 mit 1 mM Pyridoxal-
5′-phosphathydrat hinzugegeben. Die finalen Testkonzentrationen des Substrates und 
Cosubstrates lagen bei 3 mM. Die Messung erfolgte für jeweils drei Minuten in biologischen 
Triplikaten im 150 ms Messintervall und wurde nach der Formel 2.2.3-3 berechnet:  
Formel 2.2.3-3 𝑎𝑠𝑝𝑒𝑧 =  ∆𝐸276 ∙ 𝑉𝑔𝑒𝑠𝑎𝑚𝑡𝑑 ∙ 𝑚𝐸𝑛𝑧𝑦𝑚 ∙ 𝜀𝐴𝑐𝑃ℎ𝑒 
 
ΔE: Extinktionsänderung, [min-1] 
Vgesamt: Gesamtvolumen in Küvette, [L] 
d: Schichtdicke der durchstrahlten Küvette, [cm] 
mEnzym: Enzymmasse, [g] 
εAcPhe: Molarer Extinktionskoeffizient Acetophenon, [Lmol-1cm-1] 
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Lipasen: para-Nitrophenol – Test 
Die Bestimmung spezifischer Aktivitäten von Lipasen konnte ebenfalls über photometrische 
Messung vorgenommen werden und basierte auf der Freisetzung von para-Nitrophenol aus 
veresterten Derivaten. Das freigesetzte Produkt zeigte eine starke Absorbanz bei 400 nm 
Wellenlänge, die mit ansteigendem pH-Werten ab 7,0 stark zunahm [198].  
Auch in diesem Test wurde über einen bestimmten Zeitraum, in der Regel zwei Minuten, die 
Extinktionsänderung detektiert und über das Lambert-Beer’sche Gesetz letztendlich die 
Enzym-Aktivität kalkuliert. Bei der Verwendung von kurzkettigen Ester-Derivaten dieses 
Stoffes musste außerdem die Autohydrolyse des Stoffs im wässrigen Milieu quantifiziert 
werden, um die korrekte spezifische Enzymaktivität berechnen zu können [199]. Als Puffer 
kam 900 µL 100 mM Kaliumphosphatpuffer pH 7,5 mit 150 mM Natriumchlorid und 
0,5 Vol.-% Triton-X 100 zum Einsatz. Hierbei fungierte letzteres als Lösungsvermittler 
zwischen der wässrigen und der organischen Phase bestehend aus 20 µL Acetonitril mit 
100 mM para-Nitrophenolacetat. Ebenfalls wurden die getesteten Lipasen im genannten Puffer 
mit 1 mgmL-1 eingewogen und als 100 µL Zugaben in Verdünnungen von 1:10 bis 1:1000 
eingesetzt. Die finale Testkonzentration des para-Nitrophenolacetats lag somit bei 2 mM und 
wurde im Test mit einem molaren Extinktionskoeffizienten von ԑ = 11094 Lmol-1cm-1 
angenommen. Der Messvorgang wurde im biologischen Triplikat über zwei Minuten mit 
150 ms Messintervall durchgeführt und anschließend konnte nach der Formel 2.2.3-4 berechnet 
werden: 
Formel 2.2.3-4 𝑎𝑠𝑝𝑒𝑧 =  ∆∆𝐸400 ∙ 𝑉𝑔𝑒𝑠𝑎𝑚𝑡𝑑 ∙ 𝑚𝐸𝑛𝑧𝑦𝑚 ∙ 𝜀𝑝𝑁𝑃𝐴 
 
ΔΔE: Extinktionsänderung minus Autohydrolyse, [min-1] 
Vgesamt: Gesamtvolumen in Küvette, [L] 
d: Schichtdicke der durchstrahlten Küvette, [cm] 
mEnzym: Enzymmasse, [g] 
εpNPA: Molarer Extinktionskoeffizient para-Nitrophenol pH 7,5, [Lmol-1cm-1] 
 
Benzaldehydlyase: 2,3,5-Triphenyl-2H-tetrazoliumchlorid-Test (TTC) 
Der TTC-Test ist ebenfalls ein kolorimetrischer Test, der zur Detektion von 
alpha-Hydroxyketonen benutzt werden kann. Hierbei wird das enthaltene TTC unter Aufnahme 
von zwei Elektronen und einem Proton des alpha-Hydroxyketons reduziert und es entsteht der 
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rote wasserunlösliche Farbstoff 1,3,5-Triphenylformazan. Jedoch findet diese Reaktion erst ab 
pH-Werten von über neun statt, sodass entsprechende Bioreaktionen in den meisten Fällen 
durch die Zugabe einer Base abgestoppt werden muss. Somit stellt der TTC-Test eine 
Endpunktbestimmung dar, die eine vorhergehende Kalibrierung benötigt [67, 200]. Der 
entstehende Farbstoff hat sein Absorptionsmaximum bei 510 nm Wellenlänge und fällt im 
wässrigen Milieu sehr schnell aus, sodass die entsprechenden Messungen zügig vorgenommen 
werden müssen. Auch zeigt dieser Test unterschiedliche Empfindlichkeiten je nach Typ des 
Hydroxyketons, wobei aromatische und aliphatisch-aromatische Hydroxyketone die geringsten 
Sensitivitäten im Test zeigen [201]. 
Der TTC-Test erfolgte im 96-Kavitäten-Format, hierbei wurden 80 µL Test-Puffer in die 
Kavität gegeben, der aus Kaliumphosphatpuffer pH 7,6 mit 30 Vol.-% DMSO, 
5 mM Magnesiumsulfatheptahydrat, 0,25 mM Thiaminpyrophosphat und 25 mM Benzaldehyd 
bestand. Das DMSO erhöhte die Löslichkeit für entstehendes Benzoin und hatte einen positiven 
Effekt auf die BAL-Stabilität [42]. Anschließend wurden 20 µL BAL-Lösung (0,143 gL-1) 
hinzugegeben und der Ansatz für eine Minute inkubiert. Nachfolgend wurde die Reaktion mit 
30 µL 1 M Natriumhydroxid abgestoppt und 10 µL 3 mM TTC gelöst in 75 Vol.-% Ethanol 
hinzugegeben. Die Messung der Extinktion erfolgte dann bei 510 nm in biologischen 
Triplikaten im Plattenreader Tecan Infinite 200Pro. Die Kalibrierung erfolgte über ein Test-
Puffervolumen von 100 µL, wobei die Enzymlösung weggelassen wurde, sodass in allen Tests 
und der Kalibrierung ein konstantes Volumen von 140 µL vermessen wurde. Nach erfolgter 
Kalibrierung wurde die Aktivität wurde über Formel 2.2.3-5 berechnet: 
Formel 2.2.3-5 𝑎𝑠𝑝𝑒𝑧 = ∆𝐸510 ∙ 𝑉[𝑚𝐿]0,2501  
 
ΔE: Gemessene Extinktion minus Nullprobe, 
V[mL]: Gesamtvolumen in Kavität, [mL] 
0,2501: Faktor aus Kalibrierung mit Gleichung y = 0,2501x, R² = 0,9339 
 
2.2.4 Zusammenfassung Enzym-Charakteristika 
Mit den Methoden aus Kap. 2.2.1 bis 2.2.3 wurden für die Enzyme aus Kap. 2.1.4 die 
wichtigsten Kennzahlen ermittelt und in Tab. 2.2.4-1 erfasst. 
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Tabelle 2.2.4-1: Mittels SDS-PAGE, BCA-Test und wässrigen Aktivitätstests bestimmte Enzymcharakteristika. 




ADH-39 c-LEcta GmbH n.d. 40,9% Reduktion Acetophenon: 
249,0 
ADH-74 c-LEcta GmbH n.d. 37,5% n.d. 
ADH-78 c-LEcta GmbH n.d. 23,9% Reduktion Acetophenon: 
457,4 
ADH-82 c-LEcta GmbH n.d. 9,6% Reduktion Acetophenon: 
72,6 
ADH-97 c-LEcta GmbH n.d. 24,0% Reduktion Acetophenon: 
274,7 
ADH-102 c-LEcta GmbH n.d. 23,5% Reduktion Acetophenon: 
655,6 
Alkoholdehydrogenase aus 
Rhodococcus ruber (ADH-A) 
Eigenproduktion 40 26,1% Reduktion Acetophenon: 
860,6 ± 16,6 
Oxidation 1-Phenylethanol:  




Eigenproduktion 50 34,3% Desaminierung 1-Phenylethylamin: 
996,8 ± 60,7 
ATA-47 c-LEcta GmbH 53 16,0% Desaminierung 1-Phenylethylamin: 
690* 




Biovar I (BAL) 
Eigenproduktion 59 48,7% Carboligation Benzaldehyd: 
38382,7 ± 8412,5 
Lipase A Candida antarctica 
(Pseudozyma aphidis) 
(CALA) 
c-LEcta GmbH 33 19,9% Hydrolyse para-Nitrophenolacetat: 
1491,8 ± 89,2 
Lipase B Candida antarctica 
(Pseudozyma aphidis) (CALB) 
c-LEcta GmbH 33 33,0% Hydrolyse para-Nitrophenolacetat: 
1811,2 ± 30,9 
Lipozyme® TL 100 L aus 
Thermomyces (Humicola) 
lanuginosa Lipase (LipTLL)  
Novozymes 30 61,8% Hydrolyse para-Nitrophenolacetat: 
831,7 ± 85,9 
* Herstellerangabe bei pH 7,4 und 50 mM Phosphatpuffer 
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2.3  w/o Pickering Emulsion – Essenzielle Komponenten und 
Modifikationen  
2.3.1 Definition des w/o PE-Standardsystems 
Für die Charakterisierung von bioaktiven w/o PE wurde ein Standardsystem definiert, welches 
in Tab. 2.3.1-1 hinterlegt ist und ebenfalls die Zusammenstellungsreihenfolge zeigt: Die 
hydrophoben Silicat-NP wurden vorab in der kP resuspendiert, das eingewogene Enzym wurde 
in der dP gelöst, beide Phasen im Phasenverhältnis von 0,2 bzw. 20 Vol.-% dP vereint und mit 
einem Zahnkranzdispergierer (UltraTurrax T18, IKA) bei 17500 rpm für zwei Minuten 
dispergiert. In den Kap. 3.2.3 bis 3.2.6 wurden dann die festgelegten Systemparameter variiert 
(Tab. 2.3.1-2) und anhand einer Tröpfchengrößenanalyse die Auswirkung auf das 
Gesamtsystem evaluiert. 
Tabelle 2.3.1-1: Definition des Standardsystems für die Charakterisierung von bioaktiven w/o PE 
Komponente Bezeichnung & Kennzahl 
Kontinuierliche Phase Cyclopentylmethylether mit 82 mM rac-1-Phenylethanol und 581 mM Vinylbutyrat 
Nanopartikel hydrophobe Stöber-NP, hydrophobiert mit 4 Vol.-% TMODS 
Nanopartikel Massenkonzentration [Gew.-%dP] 3 
Einwaage Enzym [gLdP-1] 1 
Dispergierte Phase 50 mM Kaliumphosphat-Puffer, pH 7 
Phasenverhältnis [Vol.-%dP] 20 
Dispersionsgeschwindigkeit [rpm] 17500 
Dispersionsdauer [min] 2 
Tabelle 2.3.1-2: Untersuchte Parameter bei der Charakterisierung von bioaktiven w/o PE 
Parameter Untersuchter Wertebereich 
Enzyme (Kap. 3.2.3 – 3.2.6) CALA | CALB | LipTLL 
Einwaage Enzym [gLdP-1] (Kap. 3.2.3) 0,1 | 1, 0 | 5,0 
Nanopartikel [Gew.-%] (Kap. 3.2.4) 1,5 | 3 | 6   
Phasenverhältnis [Vol.-% dP] (Kap. 3.2.5) 10 | 20 | 33,3 
Dispersionsgeschwindigkeit [rpm] (Kap. 3.2.6) 8000 | 12000 | 16000 | 20000 | 24000 
2.3.2 Partikel zur Stabilisierung von w/o Pickering Emulsionen  
Für die Stabilisierung von w/o PE werden amphiphile bis hydrophobe NP eingesetzt, die sich 
an der Grenzfläche der Tröpfchen anlagern [144, 145].  
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Kommerzielle Partikel 
Wacker HDK® H2000, pyrogene Kieselsäuren, zeichnen sich durch einen sehr kleinen 
Partikeldurchmesser aus, sind durch ihre Trimethylsiloxy-Modifikation sehr hydrophobe NP 
und eignen sich für die Herstellung von w/o PE. Die Herstellerangaben des Produktes der 
Wacker Chemie AG können der Tab. 2.3.2-1 entnommen werden. Weitere kommerzielle 
anorganische NP konnten über Sigma-Aldrich bezogen werden (Tab. 2.3.2-2), wobei die 
aufgelisteten NP alle dem hydrophilen Typ zugeordnet werden können. 
Tabelle 2.3.2-1: Charakterisierung der kommerziellen Wacker HDK® H2000 - Herstellerangaben 
Wacker HDK® H2000 
Primäre Partikelgröße [nm] 12-18 
Größe der Agglomerate [µm] <20 
BET-Oberfläche der hydrophoben Kieselsäure [m²g-1] ca. 150 
pH-Wert in 4 %iger Dispersion (1:1 Mischung Wasser – Methanol) 7-9 
Stampfdichte [gL-1] ca. 220 
Trocknungsverlust, ab Werk [Gew.-%]  
(2h bei 105 °C) <0,6 
Kohlenstoffgehalt [Gew.-%] ca. 2,8 
Oberflächenmodifizierung Trimethylsiloxy 
Restsilanolgehalt  
(relativer Silanolgehalt bezogen auf die 
hydrophile Kieselsäure mit ca. 2 SiOH pro nm²) 
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Durchmesser < 200 nm k.A. < 100 nm < 100 nm < 100 nm 
BET > 9,4 m²g-1 250 m²g-1 > 14,0 m²g-1 > 10,8 m²g-1 ≥ 25 m²g-1 
 
Stöber-Synthese von hydrophoben Silicat-Nanopartikeln 
Die Herstellung hydrophober Silicat-NP erfolgte über eine modifizierte Synthese nach Stöber 
[202]. Hierfür wurden 20,7 mL (3-Aminopropyl)triethoxysilan (APTS) in 265,7 mL Ethanol 
(reinst, vergällt) gelöst und mit einer Spatelspitze Fluoresceinisothiocyanat (FITC) versetzt, in 
Folge dessen die Thioisocyanat-Gruppe des FITC an die Amino-Gruppe des APTS band und 
eine Thiourea-Bindung formte [203]. Dieser Vorgang war sehr gut mit dem bloßen Auge zu 
beobachten, da sich ein Farbumschlag zu grellem gelb vollzog. Zu dem gelabelten Monomer 
wurden nochmals 531,3 mL Ethanol (reinst, vergällt), 41,3 mL Tetraethylorthosilicat (TEOS) 
sowie 143 mL 25%-ige Ammoniak-Lösung hinzugefügt und nachfolgend der Ansatz über 
Nacht bei 100 rpm durchmischt. Die kolloidale Lösung wurde bei 7500 rpm in der Sorvall RC 
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5C Plus für 15 Minuten zentrifugiert. Das NP-Pellet wurde drei Mal mit Ethanol (reinst, 
vergällt) gewaschen und über Nacht bei 50 °C getrocknet. 
Das getrocknete Pellet wurde im Mörser zerkleinert und 30 g der hydrophilen Silicat-NP in 
930 mL Ethanol (reinst, vergällt) resuspendiert. Folgend hinzugegeben wurden dann 40 mL 
Trimethoxy(octadecyl)-silan (TMODS) und 30 mL 25%-ige Ammoniak-Lösung. Dann wurde 
die Reaktionsmischung auf 60°C erwärmt und über Nacht bei 600 rpm gerührt. Die 
Aufarbeitung erfolgte analog zum ersten Syntheseschritt der Stöber-Synthese. Das Ergebnis 
waren hydrophobe Silicat-NP, deren mittlerer Durchmesser via elektronenmikroskopischer 
Aufnahmen und der Software „AxioVision Rel. 4.8“ (Zeiss) auf 495 ± 166 nm bestimmt wurde. 
2.3.3 Siliconbeschichtung von hydrophilen Partikeln und Bakterien 
Siliconbeschichtung von anorganischen und organischen hydrophilen Partikeln 
Die Modifikation der Partikeloberflächen erfolgte über ein optimiertes Protokoll des Verfahrens 
von Findeisen [204, 205]. Zuerst wurden die Komponenten gemäß der Beschichtungsart aus 
Tab. 2.3.3-1 zueinander gegeben, 30 Sekunden gevortext und über Nacht bei 4 °C im 
Kühlschrank inkubiert. Folgend wurden 500 mg NP abgewogen und ebenfalls mit 
5 mL iso-Propanol:Hexan (10:1) vermischt und über Nacht im Kühlschrank benetzt. Am 
Folgetag wurden beide Mischungen vereinigt, 5 µL Karstedt-Katalysator dazugegeben und auf 
Eis bei 550 rpm für drei Stunden gerührt. Nachfolgend wurde das LM-Gemisch bei 50 °C 
abgedampft. Die abgedampften Partikel wurden zum vollständigen Auspolymerisieren der 
Siliconbeschichtung über Nacht im Thermoschrank bei 50 °C aufbewahrt. 
Die Beschichtung von Partikeln mit Elastosil® A316 (Wacker Chemie AG) musste hinsichtlich 
der Bedingungen für ein RTV-1 Silicon angepasst werden. Elastosil® A316 enthält laut 
Herstellerangaben einen Siliconanteil von 3,3 - 6%, dieser ist in aliphatischen und 
naphthenischen Kohlenwasserstoffen gelöst. Für die Berechnungen wurde von einem 
konstanten Gehalt von 6% ausgegangen. Die Siliconbeschichtung für die verschiedenen 
Partikel lag zwischen 1 – 2 Gew.-% Silicon, wobei das Elastosil® A316 vorher in 4 mL Toluol 
aufgenommen und vermischt wurde. Ebenfalls wurden 500 mg Partikel in 1 mL Toluol benetzt, 
indem sie für 30 Sekunden stark gevortext wurden. Folgend wurden die Mischungen vereint 
und über Nacht bei 50 °C und 550 rpm gerührt. Dadurch wurde das Toluol vollständig 
verdampft und das Elastosil® A316 auspolymerisiert. 
  
32 
Tabelle 2.3.3-1: Anteil Siliconmonomere für Siliconbeschichtung unterschiedlicher Hydrophobizitäten. 
Komponente Menge 
20 Gew.-% hydrophobes Silicon (hoSil) 
D-Siloxan 20 mg 
Polymer VS 50 91 mg 
iso-Propanol 9 mL 
Hexan 1 mL 
20 Gew.-% hydrophiles Silicon (hiSil) 
D-Siloxan 20 mg 
C3-PEG400 91 mg 
iso-Propanol 9 mL 
Hexan 1 mL 
20 Gew.-% amphiphiles Silicon (ampSil) 
D-Siloxan 20 mg 
Polymer VS 50 45,5 mg 
C3-PEG400 45,5 mg 
iso-Propanol 9 mL 
Hexan 1 mL 
 
Siliconbeschichtung von Naturstoffpartikeln 
Die Beschichtung von Naturstoffpartikeln wie Bakterien-Zellen musste hinsichtlich der 
Empfindlichkeit des Materials gegenüber höheren Temperaturen und iso-Propanol angepasst 
werden. Hierbei wurden 500 mg trockene Naturstoffpartikel in eine Keramikschale vorgelegt. 
Die Siliconmonomere und Mengen aus Tab. 2.3.3-1 blieben erhalten, der LM-Mix jedoch gegen 
4 mL CPME:Hexan ausgetauscht und im Verhältnis von 1:2 vorlag. Das Monomer-Gemisch 
wurde auf die Partikel gegeben und mit einem gebogenen Spatel bei 30 – 35°C solange 
vermengt bis das LM-Gemisch komplett abgedampft war. 
Kontaktwinkelmessung für Hydrophobizitätsbestimmung der Siliconbeschichtung 
Die Kontaktwinkelmessungen wurden am DSA 10 (Krüss) vorgenommen, indem Objektträger 
mit hoSil, ampSil und hiSil beschichtet und 20 µL Tropfen auf die Oberfläche gegeben wurden. 
Die rechts- und linksseitigen Kontaktwinkel des Tropfens wurden mittels Kamera 
aufgenommen und der entsprechende Mittelwert aus beiden Kontaktwinkeln gebildet. Die 
Messungen wurden im Triplikat durchgeführt und anschließend die gewichteten Mittelwerte 
mit innerem und äußerem Fehler gebildet (Formeln 2.5.1-1 bis 2.5.1-4 (Kap. 2.5.1)). 
2.3.4 Bestimmung der Morphologie und Tröpfchengrößenverteilung 
Die Untersuchungen zur Morphologie und Tröpfchengrößenverteilung wurde mittels Axioskop 
(Carl Zeiss) vorgenommen. Hierfür wurden die Proben einmal leicht geschwenkt, 30 – 70 µL 
Probe auf einen Objektträger aufgetragen und Aufnahmen mit dem 4-fach und 10-fach Objektiv 
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gemacht. Bei besonders feinverteilten Emulsionen kam ebenfalls das 40-fach Objektiv zum 
Einsatz. Besonderes Augenmerk musste auf die Belichtungseinstellung gelegt werden, da zu 
starke Belichtung zum schnellen Verdampfen des LM und somit zu nicht nativen Darstellungen 
von w/o PE führten. Für die Bestimmung der Tröpfchengrößen wurde die Software 
„AxioVision Rel. 4.8“ genutzt und pro Bild mindestens 30 repräsentative Durchmesser 
bestimmt, die das natürliche Verhältnis der Polydispersität der Emulsion widerspiegelten. Pro 
Einzelexperiment im biologischen Triplikat wurden mindestens 100, eher 200, Durchmesser 
bestimmt und mittels Microsoft Excel statistisch ausgewertet. Hierbei wurden nach den 
Formeln 2.3.4-1, 2.3.4-2, 2.5.1-1 bis 2.5.1-4 (Kap. 2.5.1) die Mittelwerte der Durchmesser 
(dMW), Mittelwerte der Sauter-Durchmesser (d32MW) sowie gewichtete Mittelwerte mit interner 
und externer Konsistenz berechnet [206, 207]. 
Formel 2.3.4-1 
𝑑𝑀𝑊 = 1𝑛 ∑ 𝑑𝑖𝑛𝑖=1  
n: Anzahl der Messwerte 
di: Messerwert, [µm] 
Formel 2.3.4-2 
𝑑32𝑀𝑊 = ∑ 𝑛𝑖𝑑𝑖3𝑛𝑖=1∑ 𝑛𝑖𝑛𝑖=1 𝑑𝑖2 
n: Anzahl der Messwerte 
di: Messerwert, [µm] 
2.3.5 Lösungsmittelscreening 
Für das Lösungsmittelscreening wurden 18 biokatalytisch relevante Lösungsmittel ausgewählt, 
die mit ihren physiko-chemischen Eigenschaften in Kap. A3.2.1-1 eingesehen werden können. 
Das Screening-System bestand aus 10 Vol.-% 50 mM KPi-Puffer pH 7 und 90 Vol.-% des 
entsprechenden LM. Es wurden 4 Vol.-%-TMODS-modifizierte Silicat-NP mit einem 
Masseanteil von 6 Gew.-% gegenüber der dP eingesetzt und die Mischung mittels 
Zahnkranzdispergierer T 18 ULTRA-TURRAX® mit S 18 N - 19 G Dispergierwerkzeug (IKA 
Labortechnik) für 1 min. bei 8000 rpm dispergiert. Sowohl unmittelbar nach der Herstellung 
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als auch nach einem Minimum von 10 Tagen Inkubation, wurden die Morphologie und das 
Verhalten der PE durch mikroskopische Untersuchungen erfasst und visuell ausgewertet. Die 
tiefergehende statistische Analyse der erfassten Daten wird in Kap. 2.5.2 näher erläutert. 
2.3.6 Phasen-Migration von Proteinen 
Nach Abschluss der Biokatalysen wurden alle Experimente im 50 mL Falcon-Tube-Maßstab 
für 10 min. und 4 °C bei 4700 rpm zentrifugiert, wodurch eine Phasentrennung der Ansätze 
erfolgte. In Folge dessen entstanden vier Phasen, die obere klare Phase aus organisches LM mit 
Edukten und Produkten, eine weiße feste Interphase unterschiedlicher Dicken, vorwiegend 
bestehend aus denaturiertem Protein, darunter die wässrige Phase mit dem gelösten 
Biokatalysator und als Bodensatz die eingesetzten Nanopartikeln, durchsetzt mit denaturiertem 
Protein. Es wurde zunächst die organische und die wässrige Phase mit jeweils 2 mL beprobt 
und bei -80 °C eingefroren, anschließend die oberen drei Phasen verworfen und der Bodensatz 
dreimal mit 10 mL destilliertem Wasser unter starkem Vortexen gewaschen. Anschließend 
wurde für 5 min. bei 7500 rcf zentrifugiert, um nicht adsorbierte, denaturierte Proteine von den 
Nanopartikeln zu trennen, indem man den wässrigen Überstand verwarf. Das entstandene 
Nanopartikel-Pellet wurde mittels Spatel in ein vorgewogenes 2 mL Eppendorf-Gefäß überführt 
und der Leaching-Versuch nach Wiemann durchgeführt [208, 209]. Hierbei wurden die Partikel 
mit 400 µL Acetonitril-Wasser-Gemisch (1:2) versetzt, mit einem Spatel resuspendiert und im 
Schüttler bei 1500 rpm für 30 min inkubiert. Folgend wurden die Proben für 5 min bei 
14800 rpm zentrifugiert, der Überstand in ein neues Eppendorf-Gefäß überführt und die 
Partikel sowie der Überstand bei -80 °C schockgefroren. Die gefrorenen Proben der 
organischen Phase, Nanopartikel-Pellet und Leaching-Überstand wurden abschließend für 
mindestens 5 Tage lyophilisiert um sie vollständig zu trocknen. Im Anschluss wurde die 
Trockenmasse der Partikel-Pellets ermittelt, um später Rückschlüsse auf die Menge 
adsorbierten Proteins schließen zu können. Die getrockneten organischen Phasen sowie der 
Leaching-Überstand wurden in 100 µL destilliertem Wasser gelöst. Final wurden alle Proben 
in verschiedenen Verdünnungen BCA-Test (Kap. 2.2.1) unterzogen. Hierbei wurde gegen 
ebenfalls getrocknete Lösungsmittel-Proben normalisiert. 
2.3.7 Verteilungskoeffizienten von Substraten und Produkten im triphasischen 
Reaktionssystem Pickering Emulsion 
Die Verteilung eines Stoffes bzw. einer Spezies eines Stoffes in einem 2-Phasensystem aus 
Wasser und Octanol wird in der Literatur mit dem KOW- bzw. P-Wert definiert. Die Angabe 
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erfolgt meist als logP, der für lipophile Stoffe positiv und für hydrophile Stoffe negativ ist und 
ist somit ein guter Anhaltspunkt für die Hydrophobizität eines Stoffes und sein Verhalten in 
einem wässrig-organischen 2-Phasensystem [210]. Die tatsächliche Verteilung (K) in einem 
Mehrphasen-System erfolgt über die Konzentrationsbestimmung des Stoffes in den 
unterschiedlichen Phasen zum Zeitpunkt t und wird mittels Formel 2.3.7-1 berechnet: 
Formel 2.3.7-1 
𝐾 = 𝑐𝑃ℎ𝑎𝑠𝑒1𝑡𝑐𝑃ℎ𝑎𝑠𝑒2𝑡  
ctPhase: Konzentration des Stoffs zum Zeitpunkt t [gL-1 bzw. molL-1] 
2.4 Biokatalyse in Pickering Emulsionen 
2.4.1 Bioaktive w/o PE - Definition des Standard-Reaktionssystems  
Für die Charakterisierung von bioaktiven w/o PE musste ein Standardsystem definiert werden, 
welches in Tab. 2.4.1-1 hinterlegt ist und ebenfalls die Zusammenstellungsreihenfolge aufzeigt: 
Die hydrophoben Silicat-NP wurden vorab in der kP resuspendiert, das eingewogene Enzym 
bzw. der Ganzzell-Katalysator wurde in der dP gelöst bzw. suspendiert, beide Phasen im 
Phasenverhältnis von 0,2 bzw. 20 Vol.-% dP vereint und mittels Handschütteln für 20 Sekunden 
dispergiert.  
Tabelle 2.4.1-1: Zusammensetzung der Standard-PE für Biokatalyse mit Enzymen und ganzen Zellen inklusive 
Herstellungsmethodik 
Komponente Bezeichnung & Kennzahl 
Kontinuierliche Phase CPME | MeTHF | COD mit Substraten 
Nanopartikel 
LM-Screening: Wacker HDK® H2000 
Phänotyp-Biokatalyse: hydrophobe Stöber-NP, 
hydrophobiert mit 4 Vol.-% TMODS 
Nanopartikel Massenkonzentration [Gew.-%dP] 3 
Biokatalysator (Enzym bzw. Ganzell-Biokatalysator) LM-Screening: normierte Menge Enzym [gLdP
-1] 
Phänotyp-Biokatalyse: normierte Aktivität [U] 
Dispergierte Phase Puffer verschiedener Konzentrationen und pH-Werte mit Cofaktoren und -Substraten 
Phasenverhältnis [Vol.-%dP] 20 
Dispersionsmethode Handschütteln 
Dispersionsdauer [sec] 20 
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2.4.2 Biokompatibilität „grüner“ Lösungsmittel 
Durch Literaturrecherche wurde für das Screening „grüner“ LM die Vertreter 
Cyclopentylmethylether, 2-Methyltetrahydrofuran und 1,5-Cyclooctadien ausgewählt, deren 
physiko-chemischen Eigenschaften in Tab. 2.4.2-1 gelistet sind. Nachfolgend wurde durch eine 
tiefergehende Recherche zur Risiko- und Anwendungsanalyse durchgeführt und mit 
Erfahrungswerten aus dem Labor in einer Matrix bewertet, wobei eins die beste und drei die 
schlechteste Bewertung darstellte. Die Ergebnisse der Analyse sind in Tab. 2.4.2-2 und Tab. 
2.4.2-3 zusammengefasst. 
Tabelle 2.4.2-1: Physiko-chemische Eigenschaften von Cyclopentylmethylether (CPME), 
2-Methyltetrahydrofuran (MeTHF) und Cyclooctadien (COD) als kontinuierliche Phasen im LM-Screening. 
Kriterium CPME[1,2] MeTHF [2] COD [2] 
CAS-Nr. 5614-37-9 96-47-9 111-78-4 
Struktur 
   
MW [gmol-1] 100,16 86,13 108,18 
Dichte (25°C) 
[gcm-³ o. gmL-1] 
0,86 0,9 0,8 
Dampfdruck  (25°C) [mmHg] 34,6 96,8 4,3 
bp [°C] 106 79,9 153,5 
logP 1,41 0,82 3,67 
Mischbarkeit mit Wasser [gL-1] 3,101 (25 °C) 140 (20 °C, Racemat) 0,064 (25 °C) 
Grenzflächenspannung [mNm-1] 25,1 25,5 30,9 
[1] Pubchem compound database: https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/ 
[2] Chemspider database: http://www.chemspider.com/ 
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Tabelle 2.4.2-2: Risiko- und Anwendungsanalyse von Cyclopentylmethylether (CPME), 2 Methyltetrahydrofuran 
(MeTHF) und Cyclooctadien (COD) als kontinuierliche Phasen im LM-Screening. Nicht gekennzeichnete 
Kriterien stellen anwendungsbezogene Experimentalwerte dar. Hierarchische Bewertung: 1 > 2 > 3, niedrigste 
Summe = bestes LM. 
Kriterium CPME MeTHF COD 
H-Sätze nach CLP-
Verordnung (EG Nr. 
1272/2008)[1] 




















































H400: Sehr giftig für 
Wasserorganismen 
H410: Sehr giftig für 
Wasserorganismen mit 
langfristiger Wirkung 
Bewertung 1 2 3 
Besonderheiten[2] 
 
Nein Stabilisator gegen 
Peroxidbildung [211] 
Übelriechend 
Bewertung 1 2 3 
Expositionsgrenzwerte[2] Keine MAK Keine MAK Keine MAK 
Bewertung 1 1 1 
Substratlöslichkeit  Gut Sehr gut Gut 
Bewertung 2 1 2 
Preis je Liter bei Sigma-
Aldrich 
 
45,40 € 122,22 €  50,48 €  










aus fossilen Rohstoffen 
stammend aber mit 
potenzieller Biosynthese 
aus 1,3-Butadien [213] 
Bewertung 3 1 2 
Qualität der Pickering 
Emulsion 
Stabil Stabil Stabil 




Tabelle 2.4.2-3-Fortsetzung: Risiko- und Anwendungsanalyse von Cyclopentylmethylether (CPME), 
2-Methyltetrahydrofuran (MeTHF) und Cyclooctadien (COD) als kontinuierliche Phasen im LM-Screening. Nicht 
gekennzeichnete Kriterien stellen anwendungsbezogene Experimentalwerte dar. Hierarchische 
Bewertung: 1 > 2 > 3, niedrigste Summe = bestes LM. 
Kriterium CPME MeTHF COD 
o/w-PE-Prozessführung 







Sedimentation dP & 
sehr gute Abtrennung 
über Zentrifugation 
 







Sedimentation dP & 
gute Abtrennung über 
Zentrifugation 
 







Keine Sedimentation dP 
& schlechte Abtrennung 
über Zentrifugation 
 
Erschwerte Beprobung & 
Produktgewinnung 
Bewertung 1 2 3 
Enzym-Biokompatibilität 
aus Kap. 3.3.2 – 3.3.4 
Sehr gut Gut Gut 
Bewertung 1 2 2 
Summe 13 15 19 
[1] Pubchem compound database: https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/ 
[2] GESTIS-Stoffdatenbank: http://gestis.itrust.de 
2.4.3 GC – Analytik 
Zur Probenvorbereitung wurden 100 µL Probe für fünf Minuten bei 15000 rpm zentrifugiert 
und anschließend 30 µL der LM-Phase in 1 mL iso-Propanol pipettiert. Es wurde chirale und 
achirale Chromatographie für die Analyse von Biokatalyse-Reaktionsprodukten eingesetzt. Es 
erfolgte sowohl eine Identifizierung der Reaktionsprodukte mit Hilfe von kommerziell 
erhältlichen Referenzen als auch die Quantifizierung der Stoffe im Reaktionsgemisch über 
Kalibrierungen und weiterführende Berechnungen. Für die Analyse kam eine GC 2010-Plus 
mit AOC 5000 Autosampler (Shimadzu) zum Einsatz. Das GC-System verfügte über ein Split-
Injektionssystem und die letztendliche Detektion wurde über Flammenionisation vollzogen. Als 
Trägergas wurde Stickstoff genutzt. Unter den genannten Bedingungen in Tab. 2.4.3-1 wurde 
auf den verschiedenen Säulen die Analytentrennung durchgeführt sowie die Retentionszeiten 
von Edukten und Produkten gelistet. 
Derivatisierung von Aminen für die GC-Analytik 
Die Derivatisierung von Aminen und Alkoholen erfolgte über die Reaktion mit 
Essigsäureanhydrid [214]. Zur gezogenen Probe wurden 2 mg Dikaliumcarbonat (14,5 mmol) 
und 10 µL Essigsäureanhydrid (106 mmol) hinzugefügt. Der Reaktionsmix wurde anschließend 
für eine Stunde bei 30 °C und 900 rpm inkubiert. Anschließend wurde der Ansatz mit 40 µL 
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10 M Natriumhydroxid (400 mmol) versetzt und für 90 Sekunden bei 13000 rpm zentrifugiert, 
um eine Phasentrennung herbeizuführen. Als finale Schritte wurden die obere organische Phase 
in ein neues Eppendorf-Gefäß übertragen und das organische LM mit einer Spatelspitze 
Dinatriumsulfat getrocknet. Die Probe wurde nochmals für zwei Minuten bei 16000 g 
zentrifugiert und 30 µL Probe für die GC-Analytik entnommen. 
Tabelle 2.4.3-1: GC-Methoden für die Trennung der Reaktionsprodukte in den verschiedenen Biokatalysen 
















Gaschromatograph GC2010-Plus mit AOC 5000 
Säule FS-EnantioSELECT beta 1 Cyclosil-B 
Säulenhersteller CS - Chromatographie Service GmbH Agilent 
Säulenlänge 25 m 30 m 
ID 0,25 mm 0,25 mm 
df 0,33 µm 0,25 µm 
Trägergas Stickstoff 
Injektionsvolumen 1 µL 
Injektortemperatur 220 °C 220 °C 180 °C 220 °C 
Split Verhältnis 20 
Trägergasstrom Säule 0,52 mLmin-1 0,66 mLmin-1 2,90 mLmin-1 1,35 mLmin-1 
Lineare 
Geschwindigkeit 
17,2 cmsec-1 21,1 cmsec-1 58,4 cmsec-1 40 cmsec-1 
Trägergasdruck-
Anfang 
56,5 kPa 71,7 kPa 213,6 kPa 147,7 kPa für 4 min 
Trägergasdruck-
Anstieg 
Konstant Konstant Konstant 25 kPamin-1 
Trägergasdruck-Ende 56,5 kPa 71,7 kPa 213,6 kPa 228,8 kPa für 
2,76 min 
Anfangstemperatur 100 °C für 37 min 115 °C für 8 min 120 °C für 3 min 140 °C für 4 min 
Temperaturanstieg 10 °Cmin-1 Isotherm 25 °Cmin-1 25 °Cmin-1 
Endtemperatur 200 °C 115 °C 180 °C für 1,6 min 240 °C für 2 min 








































2.5  Statistische Auswertung der Experimente 
2.5.1 Gewichteter Mittelwert, interne und externe Konsistenz 
Gewichtete Mittelwerte sowie die entsprechende maximale Abweichung, resultierend aus der 
internen und externen Konsistenz der Daten, wurden über die Formeln 2.5.1-1 bis 2.5.1-4 
berechnet [207]. Gewichtete Mittelwerte wurden bei Ergebnissen genutzt, die augenscheinlich 
keinen signifikanten Unterschied aufwiesen. Kein signifikanter Unterschied bedeutet, dass die 
Messwerte nur sehr geringe Abweichungen zeigten, insofern diese als ein Wert 
zusammengefasst werden konnten. Als zweite Option konnten die Messwerte zwar größere 
Unterschiede aufweisen, jedoch überlappende Standardabweichung besitzen, sodass eine 
Überlappung der 95%-igen Konfidenzintervalle resultierte und diese Werte in der Statistik als 
nicht signifikant unterschiedlich galten [215]. 
Formel 2.5.1-1 
?̅? =  ∑ 1𝑠𝑖2 𝑥𝑖𝑛𝑖=1∑ 1𝑠𝑖2𝑛𝑖=1  
 xi: Mittelwert 
 s: Standardabweichung des Mittelwertes 
Formel 2.5.1-2 
𝑠𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟𝑛2 = 1∑ 1𝑠𝑖2𝑛𝑖=1  





𝑠𝑒𝑥𝑡𝑒𝑟𝑛2 = 1𝑛 − 1 ∑ 1𝑠𝑖2 (𝑥𝑖 − 𝑥𝑀𝑊)𝑛𝑖=1 ∑ 1𝑠𝑖2𝑛𝑖=1  
 n: Anzahl der Messungen 
 s: Standardabweichung des Mittelwertes 
xi: Messwert 
xMW: arithmetischer Mittelwert 
Formel 2.5.1-4 𝑠 = 𝑚𝑎𝑥(𝑠𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟𝑛, 𝑠𝑒𝑥𝑡𝑒𝑟𝑛) 
 sintern: interne Konsistenz bzw. innerer Fehler 
 sextern: externe Konsistenz bzw. äußerer Fehler 
2.5.2 Lösungsmittelscreening: statistische Auswertung 
Das Vermögen von 18 organischen industrierelevanten LM w/o PE zu stabilisieren wurde 
mittels mikroskopischer Aufnahmen erfasst, eine Rangfolge von AAA bis C definiert, wobei 
AAA die Bestwertung darstellte und der Note 1 entsprach. Die deskriptive und induktive 
Statistik wurde mit Hilfe der Software Minitab 18 erstellt, hierbei ein Matrixplot der physiko-
chemischen LM-Eigenschaften gegen die PE-Qualität geplottet, um visuell etwaige 
Zusammenhänge zu identifizieren. Anschließend wurde eine Rangfolge Korrelation nach 
Spearman durchgeführt, um eindeutige statistische Belege für die vermuteten Zusammenhänge 
abzubilden. Die Modellentwicklung mittels linearer Regression erfolgte nur an Hand der 
Hauptfaktoren, den physiko-chemischen Eigenschaften, ohne deren Wechselwirkungen zu 
berücksichtigen. Es wurden zwei Modelle erstellt, ein vollständiges Modell (Anhang A3.2.1-2) 
und ein optimiertes Modell, bei dem nicht signifikante Hauptfaktoren aus dem Modell entfernt 
wurden (Anhang A3.2.1-3).  
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3 Ergebnisse und Diskussion 
3.1 Modifizierung von Nano-, Mikro- und Naturstoffpartikeln durch 
Siliconbeschichtung und Anwendungsscreening in w/o PE 
Die Oberflächenmodifizierung durch Beschichtung von Enzym-Immobilisaten mit Silicon-
Polymeren zeigte bereits in der Vergangenheit vielversprechende Ergebnisse auf. So konnte bei 
mesoporösen Trägermaterialien eine erhöhte Abriebsfestigkeit und damit 
Wiederverwendbarkeit des Enzym-Immobilisats erreicht werden, die vor allem bei 
großindustriellen Produktionsmaßstäben in deutlichen Vorteilen für die Prozess-
Wirtschaftlichkeit mündeten [208, 209, 216]. Die Anpassung dieses Verfahrens auf die 
Beschichtung von Nano-, Mikro- und Naturstoffpartikeln mit verschiedenen Silicon-Polymeren 
hatte den Fokus hydrophile o/w-PE-stabilisierende Materialien mit hydrophoben bzw. 
amphiphilen Charakteristika auszustatten. Die Entwicklung eines universell einsetzbaren 
Beschichtungsverfahrens (Kap. 2.3.3) bedeutete gleichzeitig die Überwindung des 
momentanen Stands der Technik für w/o-PE-stabilisierende Partikelspezies (Kap. 1.3) und 
erweiterte das Spektrum der erfolgreich nutzbaren Partikel für diese Studie außerordentlich 
[217].  
3.1.1 Hydrophobizität der Silicon-Polymere 
Gläserne Objektträger wurden mit verschiedenen Silicon-Monomer-Zusammensetzungen 
(Tab. 3.1.1-1) glatt bestrichen und zur Vernetzung 5 Tage bei 50 °C auspolymerisiert. Die 
Oberflächen wurden anschließend durch Wasser- bzw. Kalium-Phosphat-Puffer-Tropfen (KPi) 
verschiedener Konzentrationen benetzt, der links- und rechtsseitige Kontaktwinkel (Θl und Θr) 
gemessen und final der mittlere Kontaktwinkel Θ berechnet. Es wurden drei Hydrophobizitäts-
Typen der Silicone festgestellt: hydrophobes Silicon-Polymer (hoSil) mit doppelt gewichtetem 
mittlerem Θ bei 104,0 ± 0,4°, hydrophiles Silicon-Polymer (hiSil) mit Θ  <  5° und amphiphiles 
Silicon-Polymer (ampSil) mit 0° < Θ  <  90° dessen Kontaktwinkel für Wasser bei 52,9 ± 0,9°, 
65,5 ± 1,7° für 50 mM sowie 69,9 ± 2,3° für 100 mM KPi ermittelt wurde. 
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Tabelle 3.1.1-1: Verschiedene Silicon-Polymere und ihre Kontaktwinkel mit Wasser und 50 bzw. 100 mM 
Phosphatpuffer. Benetzung mit 20 µL Tropfen. 




50 mM KPi 100 mM KPi 
hydrophobes  
Silicon (hoSil) 
82 Gew.-% Polymer VS 50 
18 Gew.-%  D-Siloxan 
 
104,3 ± 0,5 103,5 ± 0,3 103,7 ± 1,0 
hydrophiles  
Silicon (hiSil) 
82 Gew.-% C3-PEG400 
18 Gew.-% D-Siloxan 
 




41 Gew.-%  Polymer VS 50 
41 Gew.-% C3-PEG400 
18 Gew.-% D-Siloxan 
 
52,3 ± 0,4 66,2 ± 1,2 69,4 ± 0,6 
3.1.2 Morphologie von anorganischen Partikel-Materialien mit und ohne Silicon-
Beschichtung 
Kommerziell erhältliche anorganische Nanopartikel (NP) (Tab. 3.1.2-1) wurden mit 
verschiedenen Mengen hoSil und hiSil beschichtet und deren Morphologie mittels 
Rasterelektronenmikroskop untersucht (Tab. 3.1.2-2). Alle Partikelspezies (Tab. 3.1.2-2/A, I, 
M, Q) wiesen eine runde Form auf, wobei Montmorillonit (Tab. 3.1.2/E) eine Ausnahme bildete 
und die Partikel sich durch eine unregelmäßig, scharfkantige Form auszeichneten. Mit 
zunehmender Menge Silicon währenden der Beschichtungsprozedur war eine zunehmende 
Partikel-Aggregation und Glättung der Partikel-Aggregat-Oberflächen zu beobachten 
(Tab. 3.1.2 links nach rechts). Der Großteil der anorganischen Materialien aus Tab. 3.1.2-2 
schienen das Silicon auf ihrer Oberfläche zu adsorbieren, indiziert durch die starke Glättung 
der Partikel-Aggregate mit 40 Gew.-% Siliconanteil. In Folge dessen konnten die Partikel in 
zwei Klassen eingeteilt werden: siliconadsorbierend (siad) und siliconabsorbierend (siab). 
Montmorillonit (Tab. 3.1.2/E-H) zeigte eindeutige siab Tendenzen, in Folge dessen die 
siliconbeschichteten Partikel bis zu einem Anteil von 40 Gew.-% Silicon ihre schroffe 
Oberflächenmorphologie beibehielten. Das entsprechende Verhalten eines Partikels während 
der Beschichtung konnte bei tieferer Betrachtung mit dessen BET-Fläche in Verbindung 
gebracht werden. Montmorillonit besaß eine BET-Fläche, die um den Faktor zehn bis 26 höher 
gegenüber anderen Partikelvertretern war (Tab. 3.1.2-1). Es erschien logisch, dass eine größere 
Menge Silicon in die Hohlräumen des Partikels aufgenommen und weniger auf der Oberfläche 
anhaftend gewesen sein könnte.  
Tabelle 3.1.2-1: Kommerzielle hydrophile anorganische NPs und ihre Hersteller-Kennzahlen (Sigma-Aldrich). 




Durchmesser < 200 nm k.A. < 100 nm < 100 nm < 100 nm 
BET > 9,4 m²g-1 250 m²g-1 > 14,0 m²g-1 > 10,8 m²g-1 ≥ 25 m²g-1 
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Tabelle 3.1.2-2: Siliconbeschichtung von anorganischen Nanopartikeln mit 20 – 40 Gew.-% hoSil und hiSil. 
Nanopartikel unbehandelt 20 Gew.-% hiSil 40 Gew.-% hiSil 40 Gew.-% hoSil 
Hydroxylapatit 
    
Montmorillonit 
    
Titanium(IV)-  
oxid 
    
 
  
A B C D 
E F G H 
I J K L 
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Tabelle 3.1.2-3 - Fortsetzung: Siliconbeschichtung von anorganischen Nanopartikeln mit 20 – 40 Gew.-% hoSil und hiSil. 
Nanopartikel unbehandelt 20 Gew.-% hiSil 40 Gew.-% hiSil 40 Gew.-% hoSil 
Zinkoxid 
    
Zirconium(IV)-  
oxid 
    
Essentielle Partikelparameter für die erfolgreiche Stabilisierung von w/o PE mit möglichst geringen Tröpfchendurchmesser sind eine geringe 
Partikelkorngröße sowie die ausreichende Benetzbarkeit, bedingt durch deren Hydrophobizität [140, 157, 218]. Neben den genannten Parametern ist 
die Verfügbarkeit bei gleichbleibender Qualität der Partikel äußerst wichtig. Wie in Tab. 3.1.2-2 und 3.1.2-3 beschrieben, zeigten Nanopartikel bei 
ihrer Aufarbeitung, Modifikation und anschließender Lagerung eine klare Tendenz zur Aggregation und damit zur Korngrößenzunahme. Über die 
lichtmikroskopische – und elektronenmikroskopische Untersuchung weiterer Partikelspezies konnten zwei Vertreter evaluiert werden, die in ihrer 
finalen Lagerform zumindest annähernd die obig genannten Spezifikationen erfüllten (Tab. 3.1.2-4). Zum einen Silicat-Partikel (Tab. 3.1.2-4/A-C), 
die über die Stöber-Synthese hergestellt und hydrophobiert wurden [202]. Hierbei zeigten die Partikelaggregate eine sehr dichte Packung, dennoch 
waren die einzelnen Partikel gut zu erkennen (Tab. 3.1.2-4/C). Zum zweiten zeigten kommerzielle Magnetit-Partikel mit einem Durchmesser zwischen 
Q R S T 
M N O P 
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50 – 100 nm und einer BET-Fläche von > 60 m²g-1 (lt. Herstellerangabe) ähnliche Charakteristika. Vor allem die BET-Fläche schien bei dieser 
Partikelspezies gegenüber den Vertretern aus Kapitel 3.1.2 genau das Mittelmaß zwischen siab und siad darzustellen, sodass diese Partikel nach der 
Beschichtung als Aggregate kleine Korngrößen (Tab. 3.1.4/D und E) bei moderat dichter Packung aufwiesen (Tab. 3.1.4/F). Dennoch wurden folgend 
Gegenmaßnahmen für Aggregationen erprobt und im nachfolgenden Kapitel 3.1.4 fokussiert. 
Tabelle 3.1.2-4: Elektronenmikroskopische Aufnahmen von TMODS-modifizierten Silicat-Partikeln nach Stöber 1968 und siliconbeschichteten Magnetit-Partikeln als Übersicht 
und im Detail. 
Nanopartikel Info  
Silicat 
A: 4 Vol.-% Trimethoxyocta-
decylsilan (TMODS) modifizierte 





Aggregat    
Magnetit 
D: 10 Gew.-% hoSil 
 
E: 20 Gew.-% hoSil 
F: Detailaufnahme Silicon - Partikel - 
Aggregat 
   
A B C 
D E F 
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3.1.3 Morphologie von Naturstoff-Partikeln mit und ohne Silicon-Beschichtung 
Weiterführend dem Kapitel 3.1.2, wurde nun die Beschichtung auf organische Materialien (Tab. 3.1.3-1&-2), insbesondere getrocknete 
Mikroorganismen am Modell E. coli ausgeweitet (Tab. 3.1.3-1). Alle organischen Materialien, bis auf das Keratin (Tab. 3.1.3-3), wurden in der 
Vorbereitung lyophilisiert, mittels 300 Mikron Sieb homogenisiert, um die Partikelaggregation zu verringern und eine bessere Beschichtung zu 
garantieren. Jedoch waren weiterhin bei allen Materialien recht große Partikel-Aggregate zu verzeichnen. Einzel-Bakterien (Tab. 3.1.3-1/A - 
linksmittig) wiesen eine Stäbchenform der Länge von 1 – 2 µm, eine Breite von 0,5 µm und eine glatte Oberflächenstruktur auf. Im Falle von E. coli 
zeigten die Aggregate auch ohne Beschichtung bereits eine sehr glatte Oberflächenstruktur, waren jedoch durch scharfe Kanten gekennzeichnet 
(Tab. 3.1.3-1/A). Mittels Siliconbeschichtung und in Abhängigkeit von dessen Menge minimierte sich die Scharfkantigkeit der Zellaggregate bzw. 
verschwand ganz (Tab. 3.1.3-1/B&C). Bei höheren Mengen Silicon (Tab. 3.1.3-1/B) war zusätzlich eine Silicontröpfchen-Bildung, anhaftend auf dem 
Zelluntergrund zu erkennen. Als weiterer Naturstoff-Partikel wurden Bacillus subtilis Sporen, in der Literatur als sehr widerstandsfähig und auf 
hydrophoben Oberflächen adsorbierend beschrieben, erprobt [219–222]. Die TEM-Aufnahmen aus Tab. 3.1.3-1/D-F zeigten mit einer Größe von 
1 µm Länge und 0,5 µm Breite sowie einer glatten Oberflächenstruktur eine deutlich ovale Form dieser Sporen. Auf Grund der Literaturangaben und 
der beschriebenen hydrophoben Charakteristika der Bacillus subtilis Sporen wurde von einer Beschichtung mit Silicon abgesehen, da ein evolviertes 
Vermögen, w/o PE stabilisieren zu können, vermutet wurde. 
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Tabelle 3.1.3-1: Lyophilisierte Mikroorganismen als Naturstoff-Partikel - Morphologie mit und ohne Siliconbeschichtung. 
Naturstoff-Partikel Info  
Escherichia coli 
A: E. coli nach 
Lyophilisierung 
 
B: E. coli mit 20 Gew.-% 
hiSil 
 
C: E. coli mit 5,4 Gew.-% 
ELASTOSIL® A316 Silicon 
(Wacker Chemie AG) 
   
Bacillus subtilis 
Sporen 





F: Oberflächendetails der 
Sporen 
    
Natürliche Gelatoren wie Agarose und Gelatine finden in der Biotechnologie breite Anwendung, können auch für das Entrapment von Biokatalysatoren 
in einer Hydrogelmatrix und dadurch für die Biokatalysator-Immobilisierung genutzt werden [134, 216]. In dieser Studie wurden diese Gelatoren in 
einer wässrigen Pufferlösung zum Hydrogel ausgeliert, anschließend zum Xerogel lyophilisiert und über ein 300 Micron Sieb homogenisiert. Das 
resultierende Pulver wurde mit 20 Gew.-% hoSil beschichtet und mikroskopisch untersucht (Tab. 3.1.3-2). Beide Xerogele (Tab. 3.1.3-2/G und I) 
zeigten unter dem Lichtmikroskop ähnliche Charakteristika. Die siliconbeschichteten Bereiche waren gut erkennbar und zeichneten sich durch ein 
lichtdurchflutetes Areal am Rand der größeren Aggregate ab, in Folge dessen ein klarer Umriss erkennbar war. Unter dem Elektronenmikroskop 
wirkten beide Xerogele sehr ähnlich (Tab. 3.1.3 2/H und J). Es waren unregelmäßig geformte Plättchen miteinander aggregiert, wobei die Gelatine-
A B C 
D E F 
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Aggregate (Tab. 3.1.3-2/J) wesentlich schroffer und an den Kanten schärfer wirkten. Hingegen waren die Agarose-Aggregate (Tab. 3.1.3-2/E) zwar 
schroff und unregelmäßig, wiesen jedoch abgerundete Kanten auf. 
Tabelle 3.1.3-2: Siliconbeschichtung von Xerogelen (d ≤ 300 µm) mit 20 Gew.-% hoSil unter dem Licht- und Elektronenmikroskop. 
Naturstoff-Partikel Info  
Agarose 
G: 20 Gew.-% hoSil Lichtmikroskop 
 
H: 20 Gew.-% hoSil Elektronenmikroskop 
  
Gelatine 
I: 20 Gew.-% hoSil Lichtmikroskop 
 
J: 20 Gew.-% hoSil Elektronenmikroskop 
  
 
Keratin-Partikel, die auf Grund ihrer Amphiphilie ebenfalls w/o PE mit diversen Ölen stabilisieren können [150], wurden auf zwei verschiedene 
Weisen hergestellt (Tab. 3.1.3-3). Die Zerkleinerung von menschlichem Haar in der Kugelmühle mit anschließender Siebung bei 400 Micron lieferte 
länglich geformte, ausgefaserte spröde Plättchen bis Stäbchen (Tab. 3.1.3-3/K), in der Literatur als Faserstruktur beschrieben [223]. Mittels 2-Phasen-




Keratin im Haar wurde hierbei nur teilweise hydrolysiert, wobei der höherwertige Alkohol das Haar anschwellen ließ und so eine Keratin-
Mobilisierung ermöglichte. Der eingedrungene Alkohol verhinderte anschließend eine vollständige Hydrolyse durch das Natriumhydroxid, sodass 
Keratin-Schuppen unterschiedlicher Größen entstanden [223]. Diese Keratin-Schuppen lagerten sich zu Aggregaten zusammen und bildeten einen 
porösen Komplex, der unter dem Elektronenmikroskop gut erkennbar war (Tab. 3.1.3-3/L).  
Tabelle 3.1.3-3: Amphiphile Keratin Partikel bei unterschiedlicher Aufarbeitung unter dem Elektronenmikroskop. 
Naturstoff-Partikel Info  
Keratin 
H: Haare nach 20 Minuten Kugelmühle bei 30 Hz mit 20 Stahlkugeln 
(je 1,04 g) und Siebung mit 400 Micron Maschenweite 
 
I: Haare nach Bearbeitung im Decanol:NaOH 2-Phasensystem nach 





3.1.4 Partikel-Aggregation und Gegenmaßnahmen 
Partikel-Aggregation (Kapitel 3.1.2 und 3.1.3) hervorgerufen durch die Beschichtung mit 
Silicon oder durch Modifikation mit Trimethoxyoctadecylsilan (TMODS) und anschließender 
Trocknung erhöhte signifikant die durchschnittliche Korngröße der jeweiligen Partikel-Spezies. 
Diese großen Aggregate (Tab. 3.1.4-1/A,C&E) stabilisierten w/o PE schlecht oder gar nicht. 
Die Partikelpackungsdichte an der Grenzfläche wurde signifikant verringert und somit waren 
destabilisierende Prozesse wie Tröpfchenaggregation und Sedimentation mit anschließender 
Coaleszenz vorprogrammiert. Eine Verkleinerung bzw. ein vollständiges Auflösen der 
Aggregate waren dadurch essenziell. Realisierbare Gegenmaßnahmen wie Vordispergieren 
mittels Zahnkranzdispergierer oder Ultraschall wurden an den Materialproben evaluiert und 
deren Intensitäten optimiert. Aggregate, die über elastisches Silicon „verklebt“ wurden, konnten 
erfolgreich über einen Zahnkranzdispergierer mit einem Rotor-Stator-Abstand von 400 µm 
zerkleinert werden. Die finale Feinheit von Suspensionen wurde vom Hersteller mit 10 – 50 µm 
angegeben und konnte experimentell für die Silicatpartikel aus Tab. 3.1.4-1/D bestätigt werden. 
Die Magnetit-Partikel-Aggregate (Tab. 3.1.4-1/A) wurden diverser aufgelöst, der größte Teil 
wurde bis auf die Nanometer-Ebene zerkleinert (angeraut wirkende Oberfläche, Tab. 3.1.4-1/B) 
und einige wenige Aggregate im Bereich von 10 – 50 µm waren ebenso erkennbar. Das hohe 
Auflösungsvermögen der Aggregate korrelierte mit der angesprochenen moderat dichten 
Zusammenlagerung der Partikel aus Kapitel 3.1.4. Eine noch feinere Zerkleinerung der 
Partikel-Aggregate konnte für die TMODS-modifizierten Silicat-Partikel erreicht werden 
(Tab. 3.1.4-1/E&F). Mittels Ultraschallbehandlung wurden die Aggregate größtenteils 
eliminiert, in dessen Folge ein feiner fluoreszierender Nanopartikel-Staub mit den 
ursprünglichen Korngrößen von 495 ± 165 nm als Endergebnis vorlag. 
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Tabelle 3.1.4-1: Partikelarten mit Modifikationen als Rohformen nach der Synthese bzw. Modifikation und nach erfolgter Vorbehandlung. 
Nanopartikel Modifikation u. Vorbehandlung Lagerform Vorbehandelt  
Magnetit 
A: 5,4 Gew.-% ELASTOSIL® A316 Silicon (Wacker Chemie AG) 
B: 20 Sekunden bei 17500 rpm vordispergiert 
  
Silicat 
C: 1,35 Gew.-% ELASTOSIL® A316 Silicon (Wacker Chemie AG) 
D: 20 Sekunden bei 17500 rpm vordispergiert 
  
Silicat 
E: 4 Vol.-% TMODS nach Stöber 1968 [202] mit FITC-Label 








Die vorhergehend beschriebenen Partikel-Spezies wurden nun auf ihr Vermögen w/o PE zu 
stabilisieren gescreent. Hierfür wurde ein Standard-Modellsystem definiert, welches sich aus 3 
Gew.-% Partikel, einem Phasenverhältnis von 1:5 sowie den Komponenten KPi-Puffer (50 mM) 
und CPME, als LM mittlerer Hydrophobizität (logP 1,41), zusammensetzte. Bei diesem 
Screening wurde keine Proteinkomponente zugesetzt. Die Emulsion wurde mittels 
Zahnkranzdispergierer bei 17500 rpm für 2 min. emulgiert und danach das Verhalten unter dem 
Lichtmikroskop beobachtet. Als auschlaggebender Bewertungsfaktor wurde die Stabilität der 
PE gegenüber Coaleszenz gewählt, da diese den wichtigsten Parameter für bioaktive w/o 
Pickering Emulsionen darstellt. Als Qualitäts-Benchmark dienten 4 Vol.-% TMODS-
modifizierte Silicat-NP, die aus der Literatur bekannt sind und über ein vorhergehendes 
visuelles Screening für das LM Toluol als sehr gute w/o PE-Stabilisatoren bestätigt wurden 
(Kap. A3.1.5) [139, 193]. 
Anorganische und organische Materialien 
Es wurden erstmals siliconbeschichtete organische und anorganische NP, Mikro- sowie 
Naturstoffpartikel auf ihr Vermögen w/o PE zu stabilisieren getestet. Es wurden verschiedene 
Beschichtungen von hoSil, über ampSil, bis hin zu hiSil durchgeführt (Kap. 2.3.3 und 3.1.1). 
Hierbei wurden in Tab. 3.1.5-1 bis 3.1.5-4 Partikelvertreter verzeichnet, die stabile bis 
kontinuierlich stark coaleszierende w/o PE ausbilden konnten. Der Benchmark-NP, 
4 Vol.-% TMODS-modifizierte Silicat-Partikel (Tab. 3.1.5-1/A) zeigte eine polydisperse 
Tröpfchenbildung mit sehr guter Stabilität, ohne Coaleszenz. Die getesteten Partikel konnten in 
drei Gruppen kategorisiert werden. Die erste Gruppe bestand aus ELASTOSIL® A316 
beschichtetem Silicat und Magnetit sowie ampSil beschichtetem Silicat (Tab. 3.1.5-1&-2/B-D). 
Die genannten Partikel etablierten w/o PE, die durch eine gute Stabilität mit leichter Coaleszenz 
und ähnlicher Polydispersität gegenüber dem Benchmark gekennzeichnet waren. Die zweite 
Gruppe, Tab. 3.1.5-2&-3/E-H: 20 Gew.-% hiSil Silicat, Montmorillonit, Zirconium(IV) -oxid 
und Zinkoxid, konnten zwar w/o PE stabilisieren, jedoch musste zuerst eine Tröpfchen-
Größenzunahme durch Coaleszenz erfolgen, um darauffolgend als stabile Emulsion 
fortzubestehen. Ursächlich hierfür könnten eine schlechtere Benetzung der Partikel sowie eine 
geringere Grenzflächen-Packungsdichte durch Partikelaggregate gewesen sein. Ausgehend von 
dieser Annahme wurden an der Grenzschicht also nicht ausreichend LM-Moleküle durch die 
Partikel verdrängt und die Grenzflächenspannung nicht genügend herabgesetzt. Die 
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Tröpfchencoaleszens und damit verbundene Größenzunahme senkte dann die 
Oberflächenspannung auf ein stabilisierbares Maß (vgl. Kap. 1.2 – Emulsionen).  Die dritte 
Gruppe, Tab. 3.1.5-3&-4/I-L, Titanium(IV)-oxid, Polyethylen, Magnetit mit jeweils 20 Gew.-% 
hiSil und Hydroxylapatit mit 20 Gew.-% ampSil, lieferte keine stabilen w/o PE und zeichnete 
sich durch eine unterschiedlich stark ausgeprägte fortwährende Coaleszenz, im totalen Kollaps 
der Emulsionen gipfelnd, aus. Gründe hierfür könnten ebenfalls in den applizierten Korngrößen 
durch Partikelaggregationen und unzureichender Partikelbenetzung mit CPME ihren Ursprung 
haben. Prinzipiell schienen alle drei Silicon-Zusammensetzungen auf unterschiedlichen 
Partikel-Spezies das Vermögen zu besitzen eine CPME/Puffer-PE stabilisieren zu können; 
hierbei waren hydrophobere Zusammensetzungen eindeutig zu präferieren. 
Tabelle 3.1.5-1: Modifizierte anorganische- und organische Partikel im Modellsystem ohne Proteinkomponente 
als w/o PE-Stabilisatoren. Benchmark-NP 4 Vol.-% TMODS modifiziertes Silicat. Qualitätshierarchie: AAA: sehr 
gute Stabilität ohne Coaleszenz, AA: gute Stabilität mit leichter Coaleszenz, A: stabil nach vorhergehender 
Coaleszenz, BBB: kontinuierliche leichte Coaleszenz, BB: kontinuierliche moderate Coaleszenz, B: 
kontinuierliche starke Coaleszenz. 
Material Modifikation Typ Morphologie Stabilität 
Silicat 





















Tabelle 3.1.5-2 - Fortsetzung: Modifizierte anorganische- und organische Partikel im Modellsystem ohne 
Proteinkomponente als w/o PE-Stabilisatoren. Benchmark-NP 4 Vol.-% TMODS modifiziertes Silicat. 
Qualitätshierarchie: AAA: sehr gute Stabilität ohne Coaleszenz, AA: gute Stabilität mit leichter Coaleszenz, 
A: stabil nach vorhergehender Coaleszenz, BBB: kontinuierliche leichte Coaleszenz, BB: kontinuierliche 
moderate Coaleszenz, B: kontinuierliche starke Coaleszenz. 









Silicat 20 Gew.-% hiSil w/o 
 
A 















Tabelle 3.1.5-3 - Fortsetzung: Modifizierte anorganische- und organische Partikel im Modelsystem ohne 
Proteinkomponente als w/o PE-Stabilisatoren. Benchmark-NP 4 Vol.-% TMODS modifiziertes Silicat. 
Qualitätshierarchie: AAA: sehr gute Stabilität ohne Coaleszenz, AA: gute Stabilität mit leichter Coaleszenz, 
A: stabil nach vorhergehender Coaleszenz, BBB: kontinuierliche leichte Coaleszenz, BB: kontinuierliche 
moderate Coaleszenz, B: kontinuierliche starke Coaleszenz. 
Material Modifikation Typ Morphologie Stabilität 





20 Gew.-% hiSil w/o 
 
BBB 
Polyethylen 20 Gew.-% hiSil w/o 
 
BB 








Tabelle 3.1.5-4 - Fortsetzung: Modifizierte anorganische- und organische Partikel im Modelsystem ohne 
Proteinkomponente als w/o PE-Stabilisatoren. Benchmark-NP 4 Vol.-% TMODS modifiziertes Silicat. 
Qualitätshierarchie: AAA: sehr gute Stabilität ohne Coaleszenz, AA: gute Stabilität mit leichter Coaleszenz, 
A: stabil nach vorhergehender Coaleszenz, BBB: kontinuierliche leichte Coaleszenz, BB: kontinuierliche 
moderate Coaleszenz, B: kontinuierliche starke Coaleszenz. 
Material Modifikation Typ Morphologie Stabilität 




Naturstoff-Materialien aus nachwachsenden Rohstoffen können ebenfalls PE stabilisieren, 
jedoch existieren zumeist nur Ergebnisse für die Stabilisation von o/w PE [150, 176, 224, 225]. 
Als Benchmark für eine sehr stabile w/o PE ohne ersichtliche Coaleszenz dienten abermals 
TMODS-modifizierte Silicat-NPs (Tab. 3.1.5-5/A) in kP CPME. Ein vergleichbar gutes 
Ergebnis als stabilisierende Partikel gegenüber dem Benchmark lieferten Bacillus subtilis 
Sporen (Tab. 3.1.5-5/B). Auch hier wurde in CPME eine sehr stabile w/o PE gebildet, in der 
keine sichtbare Coaleszenz auftrat. Escherichia coli mit 20 Gew.-% hiSil-Beschichtung 
(Tab. 3.1.5-5/C) etablierte ebenfalls stabile w/o PE mit CPME, die trotz starker Aggregation 
und Polydispersität der dP jedoch geringe Coaleszenz zeigte. Die Xerogele, Agarose und 
Gelatine, mit 20 Gew.-% hoSil-Beschichtung (Tab. 3.1.5-5&-6/D&E) zeigten in Toluol eine 
stärkere Coaleszenz, die im Folgenden aber stabile Tröpfchen im mm-Bereich etablierten. 
Unzureichende Ergebnisse lieferten die Versuche mit Keratin-Partikeln in Toluol 
(Tab. 3.1.5-6/F&G). Die kugelmühlenzerkleinerten Keratin-Partikel im Vergleich zu den 
Keratin-Partikeln aus dem 2-Phasensystem waren zumindest kurzfristig in der Lage eine PE 




Tabelle 3.1.5-5: Modifizierte anorganische- und Naturstoffpartikel im Modellsystem ohne Proteinkomponente als 
w/o PE-Stabilisatoren. Benchmark-NP 4 Vol.-% TMODS modifiziertes Silicat. Qualitätshierarchie: AAA: sehr 
gute Stabilität ohne Coaleszenz, AA: gute Stabilität mit leichter Coaleszenz, A: stabil nach vorhergehender 
Coaleszenz, BBB: kontinuierliche leichte Coaleszenz, BB: kontinuierliche moderate Coaleszenz, B: 
kontinuierliche starke Coaleszenz. 
Material Modifikation Typ Morphologie Stabilität 
Silicat 











Escherichia coli 20 Gew.-% hiSil w/o 
 
AA 










Tabelle 3.1.5-6 - Fortsetzung: Modifizierte anorganische- und Naturstoffpartikel im Modellsystem ohne 
Proteinkomponente als w/o PE-Stabilisatoren. Benchmark-NP 4 Vol.-% TMODS modifiziertes Silicat. 
Qualitätshierarchie: AAA: sehr gute Stabilität ohne Coaleszenz, AA: gute Stabilität mit leichter Coaleszenz, 
A: stabil nach vorhergehender Coaleszenz, BBB: kontinuierliche leichte Coaleszenz, BB: kontinuierliche 
moderate Coaleszenz, B: kontinuierliche starke Coaleszenz. 
Material Modifikation Typ Morphologie Stabilität 
Gelatine 20 Gew.-% hoSil w/o 
 
A 










3.2 Charakterisierung von w/o Pickering Emulsionen im gerührten Batch 
3.2.1 Pickering Emulsionen in biokatalytisch relevanten organischen Lösungsmitteln 
Im Folgenden wurden 18 biokatalytisch relevante Lösungsmittel (LM) auf ihr Vermögen 
w/o PE auszubilden untersucht und diese nach ihren funktionellen Gruppen bzw. genereller 
IUPAC-Klassifikation in fünf Gruppen unterteilt (Tab. 3.2.1-1 bis -4). Alkane wurden ebenfalls 
getestet, jedoch etablierten diese erst ab einer Kohlenstoff-Kettenlänge von sieben stabile 
w/o PE, was das Lösungsvermögen etwaiger hydrophober Substrate in hoher Bioverfügbarkeit 
stark einschränkte. Als Folge dessen wurde auf ein Screening höherer Alkane verzichtet. Als 
definiertes Standard-System wurden 4 Vol.-%-TMODS-modifizierte Silicat-NP als Stabilisator 
gewählt. Diese waren aus der Literatur bekannt und über ein vorhergehendes visuelles 
Screening wurden ihre sehr guten Stabilisierungseigenschaften für das LM Toluol nochmals 





gewährleistete eine hohe Packungsdichte an der Grenzfläche und somit eine gute Stabilisierung 
der Emulsionströpfchen [146, 149, 226, 227]. Das Phasenverhältnis von 10 Vol.-% 50 mM KPi-
Puffer pH 7 ohne gelöste Proteinkomponente und die Dispersion für 1 Minute bei 8000 rpm 
komplettierten die Rahmenbedingungen des Screenings. Zusätzlich zur unmittelbaren 
Erfassung der PE-Morphologie direkt nach der Herstellung, wurde die Langzeitstabilität 
gegenüber Coaleszenz ebenfalls mikroskopisch untersucht (Tab. 3.2.1-1 bis -4). 
Ausschlaggebender Bewertungsfaktor für die qualitative Bewertung der PE war die 
Coaleszenzstabilität und zweitrangig die Volatilität des gewählten Lösungsmittels. 17 der 18 
Lösungsmittel waren unter den Rahmenbedingungen in der Lage w/o PE zu etablieren. 
Lediglich für Diethylether (Tab. 3.2.1-3/AC) wurde die etwaige PE nach dem Probenauftrag 
binnen Sekunden durch starkes Verdampfen destabilisiert, sodass die komplette Probe innerhalb 
von 5-10 Sekunden unbrauchbar war. Im Langzeitversuch vaporisierte Diethylether 
überraschend schnell aus dem geschlossenen Probengefäß, in Folge dessen keine Langzeitdaten 
generiert werden konnten. Jedoch stellte jede der besagten fünf Gruppen auch Lösungsmittel, 
die sowohl kurzzeitig als auch in Langzeit eine gute bis sehr gute PE-Stabilität aufwiesen und 
damit Bewertungen von AA bis AAA erhielten. Die drei besten Lösungsmittel für die 
Etablierung von w/o PE waren Cyclopentylmethylether (CPME, Tab. 3.2.1-3/S&T), Toluol 
(Tol Tab. 3.2.1-4/AD&AE) und 2-Methyltetrahydrofuran (MeTHF, Tab. 3.2.1-4/AH&AI). Aus 
dem Screening konnte augenscheinlich kein eindeutiges Muster für die PE-Qualität abgeleitet 
werden. Die Frage, wann ein Lösungsmittel eine gute bis sehr gute w/o PE etabliert, blieb bis 
dato offen, weshalb nachfolgend eine statistische Analyse durchgeführt wurde.  
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Tabelle 3.2.1-1: Lösungsmittel-Screening für die Herstellung von w/o PE. Qualitätshierarchie: AAA: sehr gute 
Stabilität ohne Coaleszenz, AA: gute Stabilität mit leichter Coaleszenz, A: stabil nach vorhergehender Coaleszenz, 
BBB: kontinuierliche leichte Coaleszenz, BB: kontinuierliche moderate Coaleszenz, B: kontinuierliche starke 
Coaleszenz, C: keine PE. 





















Tabelle 3.2.1-2 - Fortsetzung: Lösungsmittel-Screening für die Herstellung von w/o PE. Qualitätshierarchie: 
AAA: sehr gute Stabilität ohne Coaleszenz, AA: gute Stabilität mit leichter Coaleszenz, A: stabil nach 
vorhergehender Coaleszenz, BBB: kontinuierliche leichte Coaleszenz, BB: kontinuierliche moderate Coaleszenz, 
B: kontinuierliche starke Coaleszenz, C: keine PE. 


























Tabelle 3.2.1-3 - Fortsetzung: Lösungsmittel-Screening für die Herstellung von w/o PE. Qualitätshierarchie: 
AAA: sehr gute Stabilität ohne Coaleszenz, AA: gute Stabilität mit leichter Coaleszenz, A: stabil nach 
vorhergehender Coaleszenz, BBB: kontinuierliche leichte Coaleszenz, BB: kontinuierliche moderate Coaleszenz, 
B: kontinuierliche starke Coaleszenz, C: keine PE. 





























Tabelle 3.2.1-4 - Fortsetzung: Lösungsmittel-Screening für die Herstellung von w/o PE. Qualitätshierarchie: 
AAA: sehr gute Stabilität ohne Coaleszenz, AA: gute Stabilität mit leichter Coaleszenz, A: stabil nach 
vorhergehender Coaleszenz, BBB: kontinuierliche leichte Coaleszenz, BB: kontinuierliche moderate Coaleszenz, 
B: kontinuierliche starke Coaleszenz, C: keine PE. 














Für die deskriptive und induktive Statistik wurden die physiko-chemischen Parameter der 
18 Lösungsmittel aus einschlägigen Datenbanken gesammelt (Tab. A3.2.1-1), um mittels 
geeigneter Analysen ihre Effekte auf die PE-Qualität und somit generelle Muster sicher ableiten 
zu können. Dieses Vorgehen entspricht dem klassischen Vorgehen der 
Prozessoptimierungsmethode „Six-Sigma“ [215]. Zuerst wurden die Daten einer graphischen 
Analyse unterzogen, um visuell Trends abschätzen zu können (Abb. 3.2.1-1). Die markierten 
Teile im Matrixplot zeigen jeweils ein Streudiagramm des physiko-chemischen Parameters 
gegenüber der PE-Qualität. Die visuelle Erkennung von etwaigen Mustern war aufgrund der 







Abbildung 3.2.1-1: Matrixplot der physiko-chemischen Eigenschaften der getesteten Lösungsmittel gegen die PE-
Qualität. MW: Molekulargewicht, C-Atome: Anzahl der Kohlenstoffatome, pD: Dampfdruck, bp: Siedepunkt, 
logP: Octanol-Wasser-Verteilungskoeffizient. 
Tabelle 3.2.1-5: Rangkorrelation nach Spearman: physiko-chemische LM-Eigenschaften gegen die PE-Qualität. 
Physiko-chemischer Parameter Spearmans ρ ggü. PE-Qualität p-Wert 
MW [gmol-1] 0,096 0,704 
C-Atome -0,169 0,504 
Dichte [gcm-³] -0,543 0,020 
Dampfdruck pD [mmHg] 0,103 0,685 
bp [°C] -0,146 0,563 
logP 0,001 0,997 
Wassermischbarkeit [gL-1] 0,063 0,802 
 
Deshalb wurde folgend eine Rangkorrelation nach Spearman (Tab. 3.2.1-5) als nicht-
parametrischer Test durchgeführt. Als generelle Anforderungen für die Korrelation nach 
Spearman müssen die Daten lediglich ordinalskaliert vorliegen, was automatisch von 
Minitab 18 im Test vorgenommen wurde. Das Molekulargewicht, der Dampfdruck und die 
Wassermischbarkeit der LM zeigten schwach positive Korrelationen, jedoch sind die 
berechneten p-Werte über dem Signifikanz-Level von 0,05, sodass keine Signifikanz der 
Korrelation angenommen wurde. Die Anzahl der C-Atome und die Wassermischbarkeit wiesen 
schwach negative Korrelationen auf, ebenfalls bei hohen p-Werten und deshalb ohne 








































Signifikanz der Korrelation. Der logP-Wert lieferte ein ρ nahe Null, bei sehr hohem p-Wert, 
und wies somit auf keine Korrelation ohne Signifikanz hin. Einzig für die Dichte der 
Lösungsmittel konnte eine stark negative Korrelation bei Signifikanz des p-Wertes berechnet 
werden. Weiterhin wurden zwei Regressionsmodelle (Kap. A3.2.1-2/ 3) zur erhaltenen 
Streuung aus Abb. 3.2.1 berechnet, um eine Vorhersagegenauigkeit für die resultierende PE-
Qualität bei Wahl eines organischen LM und dessen physiko-chemischen Eigenschaften 
ableiten zu können. Das finale Modell mit der Regressionsgleichung findet sich im 
Anhang A3.2.1-3, wobei die Bewertung AAA dem Resultat der Note 1 entspricht, und nach 
Formel 3.2.1-1 berechnet wurde:  
Formel 3.2.1-1 𝑄𝑢𝑎𝑙𝑖𝑡ä𝑡 𝑃𝐸 = 3,89 + 0,0509 × 𝑀𝑊 − 7,59 × 𝐷𝑖𝑐ℎ𝑡𝑒 + 0,00896 × 𝐷𝑎𝑚𝑝𝑓𝑑𝑟𝑢𝑐𝑘 
Das Modell sagt die resultierende Qualität der PE mit einer Genauigkeit von 32,73% 
(Tab. A3.2.2-3/B) voraus. 
3.2.2 Bioaktive w/o PE - Auswirkung von Enzym – und Proteinmengen 
Drei Lipasen, Candida antarctica (Pseudozyma aphidis) Lipase A (CALA), Candida 
antarctica (Pseudozyma aphidis) Lipase B (CALB), Thermomyces (Humicola) lanuginosa 
Lipase (LipTLL) zeigen unterschiedliche molekulare Charakteristika und dadurch 
unterschiedlich stark ausgeprägte Oberflächenhydrophobizitäten (Kap. 1.1). Analog den 
Ergebnissen aus dem Partikelscreening, vergleiche hiSil-Partikel   (Kap. 3.1.5), wurde deshalb 
angenommen, dass Lipasen mit hydrophiler Oberflächencharakteristik wie die LipTLL 
ebenfalls instabile w/o PE mit Coaleszenz bedingen könnten. Die drei Lipasen wurden deshalb 
mit Konzentration von 0,1 bis 5 gLdP-1 in der dP eingesetzt und ihr Einfluss auf den gemittelten 
Tröpfchendurchmesser der bioaktiven w/o PE als Hauptparameter festgelegt und untersucht 
(Abb. 3.2.2-1). Hierbei bestand das Modell-PE-System aus 60 gLdP-1 hydrophoben Silica-NP 
und einem dP-Anteil von 10 Vol.-% 50 mM KPi-Puffer pH 7. Es wurden sowohl der 
arithmetische Mittelwerte (dMW) und der Sauter-Durchmesser (d32 MW) der Tröpfchengrößen 
bestimmt. Hierbei stellt der Sauter-Durchmesser eine weitere granulometrische Kenngröße 
dar, die vor allem bei polydispersen Systemen Anwendung findet, um Durchmesser für 
idealisierte monodisperse Emulsionen anzugeben. Hierbei wird das Gesamtvolumen der 
Tröpfchen ins Verhältnis zu deren Gesamtoberfläche gesetzt, in Folge dessen man idealisierte, 
volumenäquivalente Kugeln mit spezifischem Durchmesser erhält [206, 228]. Betrachtet man 
die Experimente mit den geringsten Proteinmengen von 0,1 gLdP-1 Lipase (Abb. 3.2.2-1/A) 
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gegenüber der mitgeführten Kontrolle ohne Protein (239 ± 43 µm), stellt man eine leichte 
Veränderung zu kleineren Tröpfchendurchmessern fest. Hierbei entfiel der kleinste mittlere 
Durchmesser von 143 ± 18 µm auf LipTLL. Für CALA konnte ein mittlerer Durchmesser von 
190 ± 76 µm und CALB 213 ± 17 µm ermittelt werden. Die Standard-Enzym-
Massekonzentrationen von 1 gLdP-1 verschmälerte die lipasebezogene Streuung der 
Tröpfchengröße auf 38 ± 1 µm, 76 ± 4 µm und 60 ± 3 µm für LipTLL, CALA und CALB. 
Eine höhere Beladung der dP mit Lipase (5 gLdP-1) konnte direkt nach dem 
Herstellungsprozess zur Nicht-Ausbildung einer w/o PE führen, wobei dies für CALB und 
LipTLL auftrat. Durch 24-stündiges Rühren bei 440 rpm verzeichneten die CALA Ansätze 
final einen Durchmesser von 284 ± 41 µm und auch die CALB Experimente waren über die 
Zeit in der Lage eine w/o PE mit mittleren Größen von 272 ± 45 µm auszubilden, jedoch 
konnte keine PE-Bildung für die LipTLL-Ansätze mit 5 gL-1 Protein beobachtet werden. 
 
Weiterführend wurden die Sauter-Durchmesser der PE, als Maß für ein monodisperses 
Tröpfchenkollektiv untersucht. In Bezug auf die Referenz ohne Protein (Abb. 3.2.2-1/B), die 
einen mittleren Sauter-Durchmesser von 727 ± 21 µm aufwies, wurde ein deutlicher 
Unterschied gegenüber den proteinbeladenen PE erkennbar. Bereits bei Proteinbeladungen 
mit 0,1 gL-1 reduzierten sich die mittleren Sauter-Durchmesser um über 50% auf 
326 ± 140 µm, 271 ± 23 µm und 272 ± 120 µm für CALA, CALB und LipTLL. Eine 








































































































Abbildung 3.2.2-1: A: Der mittlere Tröpfchendurchmesser und B: mittlerer Sauter-Durchmesser in Relation zur 
Lipase-Spezies in einer Anwendungskonzentration von 0,1 – 5 gLdP-1 in der bioaktiven w/o PE. Hellgrau: 
Tröpfchendurchmesser direkt nach Herstellung, dunkelgrau: Tröpfchendurchmesser nach 24 h Agitation mit 
440 rpm. OP: ohne Protein, CALA: Candida antarctica Lipase A, CALB: Candida antarctica Lipase B, LipTLL: 
Thermomyces lanuginosus Lipase. Standardabweichung ermittelt aus biologischen Triplikaten. 
B A 
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noch einmal um ein Vielfaches auf 89 ± 2 µm, 71 ± 3 µm und 183 ± 161 µm für CALA, 
CALB und LipTLL. Wurde die Proteinkonzentration final auf 5 gL-1 gesteigert, verzeichneten, 
wie auch beim arithmetischen Durchmesser, die CALA Experimente die Ausbildung einer PE 
mit mittleren d32 bei 82 ± 8 µm. Nach 24-stündiger Inkubation im gerührten Batch war bei 
allen Experimenten eine starke Zunahme des Sauter-Durchmessers ausgeprägt, wobei die 
Referenzprobe ohne Protein kollabiert als normales 2-Phasensystem vorlag. Die mittlere 
Zunahme des d32 bei 24 h Agitation betrug für die Proteinkonzentrationen von 0,1 gL-1 319% 
und 1 gL-1 529%. Für die 5 gL-1 Experimente konnte für die CALA Ansätze eine mittlere 
Durchmesserzunahme um 605% berechnet werden, CALB bildete erst am Ende der 
Experimente eine PE mit einem Sauter-Durchmesser von 415 ± 55 µm, wohingegen LipTLL 
zu allen Zeitpunkten keine PE etablierte. Die vorliegenden Ergebnisse lieferten eindeutige 
Hinweise, dass die gelöste Proteinkomponente in w/o PE einen erheblichen Einfluss auf die 
Stabilität und die finalen Tröpfchendurchmesser hatte. In niedrigen bis mittleren 
Konzentrationen wurde ein positiver, minimierender Effekt auf die Tröpfchengrößen 
festgestellt. In höheren Konzentrationen schienen die amphiphilen Oberflächencharakteristika 
der Enzyme den stabilisierenden Effekt der Silicat-NP advers zu beeinflussen, sodass es 
teilweise zur Nichtausbildung einer w/o PE kam. 
3.2.3 Bioaktive w/o PE - Effekte der eingesetzten Partikelkonzentrationen 
Die Ergebnisse im Standardsystem, bei variabler Partikelkonzentrationen im Bereich von 30 
bis 120 gLdP-1, konstanten Phasenverhältnis von 10 Vol.-% mit einer Enzymbeladung von 
1 gLdP-1, können Abb. 3.2.4 entnommen werden. Die Konzentrationen wurden so gewählt, dass 
sie alle drei postulierten Partikel-Regime, ≤ 1,5, 1,5 bis 5,5 und ≥ 5,5 Massenprozent, abdeckten 
[140]. Gegenüber den Kontrollen ohne Proteinanteil in der dP, war direkt nach der PE-
Herstellung eine klare Verschiebung zu kleineren Tröpfchendurchmessern zu verzeichnen, in 
Folge dessen die resultierenden Durchmesser in einem Bereich von 60 – 93 µm lagen 
(Abb. 3.2.3-1/A). Zwei Abweichungen aus diesem mittleren Bereich wurden detektiert. Hierbei 
handelte es sich um die Experimente CALA 30 gLdP-1 und LipTLL 120 gLdP-1 Silica-NP, die 
mittlere Tröpfchendurchmesser von 227 ± 116 µm und 36 ± 1 µm bildeten. Das Durchmischen 
der Experimente für 24 h bei 440 rpm erzielte bei allen Ansätzen mit einer Massenkonzentration 
von 30 – 60 gLdP-1 Silica-NP die größte Zunahme des mittleren Tröpfchendurchmessers um 
durchschnittlich 165%, teilweise wurden 318% (CALA 30 gLdP-1) erreicht. Ebenfalls konnte 
eine starke Zunahme der Polydispersität, verdeutlicht durch die Zunahme der 
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Standardabweichung, festgestellt werden. Hier wurden mittlere Zunahmen von 1344% mit 
Spitzenwerten von 6027%, ebenfalls CALA 30 gLdP-1, ermittelt.  
Mit der Bestimmung der Sauter-Durchmesser (Abb. 3.2.3-1/B) zeichnete sich ein leicht 
verändertes Bild der w/o PE. Die Referenzen im ersten und zweiten Partikel-Regime zum 
Zeitpunkt 0 h lagen bei rund 1000 µm Durchmesser mit einer Standardabweichung zusätzlich 
bei ca. 1000 µm liegend. Im dritten Partikel-Regime sank zwar der Durchmesser, wobei die 
Standardabweichung im Verhältnis nochmals anstieg und insgesamt ein Wert von 
435 ± 737 µm kalkuliert wurde. Betrachtete man die enzymatisch beladenen Ansätze wurde 
klar, dass die Zugabe von 1 gLdP-1 Lipase vor allem im zweiten und dritten Partikel-Regime 
einen signifikanten Effekt auf die mittleren Sauter-Durchmesser der PE hatte. Hierbei wurden 
Werte von 92 ± 97 µm für CALA, 73 ± 74 µm für CALB und 315 ± 402 µm für LipTLL im 
zweiten Regime ermittelt. Abermals verkleinerten sich die mittleren d32 im dritten Regime auf 
86 ± 96 µm, 68 ± 69 µm sowie 50 ± 47 µm für CALA, CALB und LipTLL. Im ersten Regime 
zeigte einzig CALA die deutliche Tendenz zu einem kleineren Sauter-Durchmesser von 
113 ± 111 µm, wohingegen 784 ± 513 µm und 753 ± 558 µm für CALB und LipTLL ermittelt 
wurden. Die Inkubation der Experimente im gerührten Batch für 24 h erhöhte den mittleren 
Sauter-Durchmesser für die Experimente mit Partikelkonzentrationen des zweiten und dritten 
Regimes um durchschnittlich 450 ± 185%. Hingegen verringerten sich diese für die 
Experimente mit Partikelkonzentrationen des ersten Regimes auf 46% für LipTLL, 60% für 
































































































































Abbildung 3.2.3-1: A: Der mittlere Tröpfchendurchmesser und B: mittlerer Sauter-Durchmesser in Abhängigkeit 
von der eingesetzten Partikelkonzentration von 30 - 120 gLdP-1 in bioaktiven w/o PE mit 3 Lipase-Spezies bei 
1 gLdP-1. Hellgrau: Tröpfchendurchmesser direkt nach Herstellung, dunkelgrau: Tröpfchendurchmesser nach 24 h 
Agitation mit 440 rpm. OP: ohne Protein, CALA: Candida antarctica Lipase A, CALB: Candida antarctica 
Lipase B, LipTLL: Thermomyces lanuginosus Lipase. Standardabweichung ermittelt aus biologischen Triplikaten. 
B A 
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Partikeln die einzige Zunahme auf 522% des ursprünglichen Sauter-Durchmessers. 
Grundsätzlich traf die Regel, dass mit zunehmender Partikelkonzentrationen die 
Tröpfchendurchmesser sinken sowohl für den Durchmesser als auch den Sauter-Durchmesser 
für beide Zeitpunkte zu [140, 149, 226, 229].  
3.2.4 Bioaktive w/o PE - Einfluss der Phasenverhältnisse 
Es wurden PE mit konstanter Massenkonzentration von 60 gLdP-1 Silica-NP und 1 gLdP-1 Lipase 
bei Phasenverhältnissen von 10, 20 und 33 Vol.-% dP hergestellt und hinsichtlich der mittleren 
Tröpfchengrößen, des Sauer-Durchmessers sowie der Emulsionsstabilität analysiert (Abb. 
3.2.4/A&B). Phasenverhältnisse in einem Bereich von 10 – 33 Vol.-% dP sind beim Einsatz 
amphiphiler Partikel für die Ausbildung von w/o PE von besonderem Interesse [150]. Dieses 
publizierte Konzept wurde für die Kombination aus hydrophoben Silica-NP und amphiphilem 
Enzym analog übernommen. Direkt nach der Herstellung (Abb. 3.2.4-1/A) zeigten die CALA 
Experimente mittlere Tröpfchendurchmesser im Bereich von 70 ± 9 bis 95 ± 2 µm, CALB 
72 ± 3 bis 93 ± 10 µm und LipTLL 48 ± 3 bis 56 ± 9 µm, wobei die Tröpfchen mit steigendem 
Phasenverhältnis etwas größer wurden. Nach 24-stündiger Inkubation unter Rühren, wurde in 
der mitgeführten Kontrolle lediglich für das Experiment mit 33 Vol.-% dP eine starke 
Vergrößerung des Tröpfchendurchmessers auf 1494 ± 364 µm registriert. Für die 
enzymbeladenen Experimente mit 10 und 20 Vol.-% dP konnte nach 24 Stunden Inkubation der 
größte Durchmesser-Zuwachs ermittelt werden. In Folge dessen erhöhten sich die Durchmesser 
für CALA auf 180%, CALB auf 247% und LipTLL auf 350% der ursprünglichen Größe. Der 
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Abbildung 3.2.4-1: A: Der mittlere Tröpfchendurchmesser und B: mittlerer Sauter-Durchmesser in Abhängigkeit 
vom eingesetzten Phasen-Verhältnisses von 10 – 33% (v/v) dP mit 3 Lipase-Spezies bei 1 gLdP-1 in bioaktiven 
w/o PE. Hellgrau: Tröpfchendurchmesser direkt nach Herstellung, dunkelgrau: Tröpfchendurchmesser nach 24h 
Agitation mit 440 rpm. OP: ohne Protein, CALA: Candida antarctica Lipase A, CALB: Candida antarctica Lipase 
B, LipTLL: Thermomyces lanuginosus Lipase. Standardabweichung ermittelt aus biologischen Triplikaten. 
B A 
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kleinste Zuwachs der Tröpfchendurchmesser wurde bei allen bioaktiven PE in den Fraktionen 
mit 33 Vol.-% dP gefunden. Hier erhöhten sich die Durchmesser auf 119% CALA, 116% CALB 
und 223% LipTLL der Ursprungswerte.  
In Betrachtung der Sauter-Durchmesser (Abb. 3.2.4-1/B) schien bei den mitgeführten 
Kontrollen das Phasenverhältnis einen geringen Einfluss auf den Sauter-Durchmesser 
auszuüben, sodass der gewichtete d32 bei 857 ± 93 µm lag. In den CALA Experimenten war 
zum Zeitpunkt Null Stunden mit steigendem Phasenverhältnis ein leicht steigender Sauter-
Durchmesser von 94 ± 8 µm bei 10 Vol.-% dP bis hin zum Wert von 137 ± 8 µm bei 33 Vol.-% 
dP ermittelbar. CALB hatte sein Minimum des Sauter-Durchmessers bei 20 Vol.-% dP und 
einem Wert von 83 ± 4 µm sowie das Maximum bei 33 Vol.-% dP mit 304 ± 44 µm. Für die 
LipTLL Versuche konnte das Minimum des Sauter-Durchmessers bei 10 Vol.-% dP und 
82 ± 22 µm ermittelt werden, wohingegen das Maximum bei 20 Vol.-% dP und 203 ± 83 µm 
lag. Die 24-stündige Inkubation im gerührten Batch führte bei allen Experimenten zu einer 
Erhöhung der Sauter-Durchmesser, wobei einzig die 20 Vol.-% Referenz ohne Protein eine 
leichte Verringerung auf 809 ± 240 µm verzeichnete. In zwei der drei bioaktiven PE, CALB 
und LipTLL, lieferten die kleinsten Phasenverhältnisse von 10 Vol.-% dP die kleinsten Sauter-
Durchmesser von 414 ± 101 µm bzw. 543 ± 104 µm. Mit steigendem Phasenverhältnis erhöhte 
sich ebenfalls der mittlere d32 auf 636 ± 37 µm bzw. 707 ± 26 µm bei 33 Vol.-% dP auf das 
Maximum. CALA verzeichnete ein d32-Minimum bei 372 ± 49 µm mit 10 Vol.-% dP und sein 
Maximum bei 654 ± 97 µm und 20 Vol.-% dP. Erwähnenswert ist die Beobachtung, dass die 
Referenz mit einem Phasenverhältnis von 33 Vol.-% dP die stärkste Zunahme im der 
Tröpfchengrößen erfuhr, wohingegen dies bei den proteinbeladenen Experimenten nicht der 
Fall war. Zusätzlich bildeten bei diesem Phasenverhältnis die proteinbeladenen Ansätze sehr 
dichte, stark emulgierte PE, wodurch die Viskosität der Emulsionen stark zunahm und nur 
geringe Sedimentation der dP beobachtet werden konnte. Auch wurde dadurch die 
Durchmischung erheblich beeinträchtigt. 
3.2.5 Bioaktive w/o PE - Einfluss der angewandten Dispergiergeschwindigkeit 
Die Herstellungsprozedur, hier zweiminütiges Zahnkranzdispergieren in einem Bereich von 8k 
bis 24k rpm via UltraTurrax T18 (IKA) war der letzte physiko-chemische 
Herstellungsparameter, den es zu untersuchen galt. Das untersuchte Standardsystem bestand 
aus 60 gLdP-1 Silica-NP und 1 gLdP-1 gelöster Lipase bei einem Phasenverhältnis von 10 Vol.-% 
dP. Die Resultate direkt nach der Herstellung der PE (Abb. 3.2.5-1/A) indizierten für die 
Experimente ohne Proteinbeladung ab einer Dispergierer-Umdrehungszahl von ≥ 20k rpm ein 
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Tröpfchengrößenminimum und einen gewichteten Durchmesser von 449 ± 26 µm. Hingegen 
zeigte sich für die proteinbeladenen Experimente eine deutliche Absenkung des genannten 
Grenzwertes auf ≥ 12k rpm. Ab dieser Schwelle variierten die mittleren gewogenen 
Tröpfchendurchmesser mit einem maximalen Fehler  von 71 ± 1 µm für CALA, 69 ± 5 µm für 
CALB und 40 ± 6 µm für LipTLL [207]. Dieses Verhalten war konträr zur mitgeführten 
Kontrolle, wo im selben Bereich eine fortschreitende Tröpfchengrößen-Verkleinerung auf 
584 ± 40 µm, 478 ± 7 µm und 426 ± 6 µm beobachtet werden konnte. Eine Durchmischung der 
Ansätze über 24 h resultierte für fast alle Ansätze im Intervall 8k bis 24k rpm in einer 
Durchmesserzunahme der Emulsionströpfchen, wobei CALB und LipTLL als einzige eine 
Durchmesserverkleinerung auf 172 ± 9 µm bzw. 393 ± 56 µm gegenüber der null Stunden 
Proben bei 8k rpm aufwiesen. Speziell die Kontrollen ohne Protein schienen eine 
Normalisierung des Tröpfchendurchmesser auf d̅ mit 630 ± 25 µm über den gesamten 
Testbereich von 8k bis 24k rpm zu erfahren. Die CALA und CALB Experimente etablierten 
während der Inkubation die kleinsten Tröpfchen, deren Größenbereich bei 162 ± 27 µm bis 
96 ± 10 µm (d̅ = 136 ± 7 µm) und 172 ± 9 µm bis 111 ± 14 µm (d̅ = 143 ± 14 µm) lagen. 
Hingegen pegelte sich der mittlere Größenbereich der LipTLL bei 393 ± 56 µm verkleinernd 
auf 159 ± 10 µm ein, was einer letztendlichen Größenzunahme von 143% bis 372%  
(d̅ = 187 ± 28 µm) entsprach. 
Untersuchte man die Sauter-Durchmesser (Abb. 3.2.5-1/B) zu den oben genannten Zeitpunkten 
ergab sich ein ganz ähnliches Bild. Die Referenzen ohne Proteinanteil zeigten direkt nach der 
































































































Abbildung 3.2.5-1: A: Der mittlere Tröpfchendurchmesser und B: mittlerer Sauter-Durchmesser in Abhängigkeit 
von der Dispersionsgeschwindigkeit in bioaktiven w/o PE mit 3 Lipase-Spezies bei 1 gLdP-1. Hellgrau: 
Tröpfchendurchmesser direkt nach Herstellung, dunkelgrau: Tröpfchendurchmesser nach 24 h Agitation mit 
440 rpm, k: x · 10³ rpm, OP: ohne Protein, CALA: Candida antarctica Lipase A, CALB: Candida antarctica 
Lipase B, LipTLL: Thermomyces lanuginosus Lipase. Standardabweichung ermittelt aus biologischen Triplikaten. 
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Wurde der Grenzwert von 20k rpm überschritten, verkleinerte sich der mittlere d32 auf 
828 ± 148 µm. CALA zeigte über den gesamten Bereich eine annähernd gleichbleibende 
Sauter-Tröpfchengröße von d̅32 mit 94 ± 4 µm, wohingegen CALB und LipTLL im Bereich von 
8k bis 12k rpm eine Tendenz zu größeren Sauter-Durchmessern zeigten, die für CALB bei 
1063 ± 52 µm bzw. 707 ± 107 µm (d̅32 = 993  ± 141 µm) und für LipTLL mit d̅32 über beide 
Drehzahlen bei 978 ± 48 µm lag. Wurden die Drehzahlen auf über 12k rpm angehoben, so 
zeigten beide bioaktiven w/o PE eine starke Abnahme der Sauter-Durchmesser auf ein 
Minimum von 119 ± 43 µm für CALB bei 24k rpm und auf 165 ± 77 µm für LipTLL bei 20k 
rpm, wobei über den Bereich von 16k bis 24k rpm die d̅32 für CALB auf 137 ± 33 µm und für 
LipTLL auf 205 ± 56 µm ermittelt wurden. Durch die Inkubation im Rührkessel-Reaktor für 24 
Stunden normalisieren sich die Sauter-Durchmesser für die Referenzproben deutlich auf einen 
d̅32 von 1374 ± 31 µm über den gesamten Drehzahlbereich. Ein sehr ähnliches Verhalten wiesen 
die Experimente mit den Lipasen CALA und CALB auf, die im gewichteten Sauter-
Durchmesser von 404 ± 51 µm und 335 ± 49 µm über den ganzen Drehzahlbereich ausbildeten. 
Ihre lokalen Minima befanden sich bei 335 ± 98 µm (CALA 8k rpm) und 279 ± 70 µm 
(24k rpm CALB). Eine klare Tendenz der Tröpfchengrößen in Abhängigkeit der angewandten 
Drehzahlen konnte nicht abgeleitet werden. Das generelle Emulsionsverhalten konnte jedoch 
in zwei Untergruppen kategorisiert werden, wobei die erste einen annähernd gleichbleibenden 
Tröpfchendurchmesser in allen applizierten Drehzahlen etablierte und die zweite Gruppe einen 
speziellen Grenzwert der applizierten Drehzahl überschreiten musste, um anschließend eine 
deutliche Durchmesserabnahme zu zeigen. 
3.2.6 Bioaktive w/o PE - Herstellungsverfahren und Einfluss auf das Enzym 
Für die Herstellung von PE stehen zahlreiche Verfahren zur Verfügung. In diesem Kapitel 
standen die Gängigsten auf dem Prüfstand: Zahnkranzdispergierer, Ultraschall und 
Handschütteln, um bioaktive w/o PE herzustellen. Für CALA indizierten die Ergebnisse 
(Abb. 3.2.6-1/A) in den frisch hergestellten w/o PE keinen eindeutigen Einfluss der 
Herstellungsmethodik auf den mittleren Tröpfchendurchmesser (20 ± 2 µm). Durch die 
Inkubation im Rührkesselreaktor für 24h wurde ein Unterschied deutlich, wobei sich dieser im 
unteren zweistelligen µm-Bereich bewegte und die Tröpfchengrößen zwischen 56 ± 2 µm und 
80 ± 3 µm lagen. Hingegen zeigten die Herstellungsverfahren (Abb. 3.2.6-1/B) einen 
deutlichen Einfluss auf die Aktivität des verwendeten Enzyms CALA und dadurch auf die 
Produktivität des Systems innerhalb kurzer Zeiträume. Das Zahnkranzdispergieren erwies sich 
als schonendstes Verfahren mit einer resultierenden Aktivität von 
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228.256 ± 6.262 µmolmin-1g-1 für CALA, gefolgt vom Handschütteln mit 
217.507 ± 7.119 µmolmin-1g-1. Als PE-Herstellungsverfahren mit dem negativsten Einfluss, 
196.149 ± 24.010 µmolmin-1g-1, zeigte sich die PE Produktion via moderater 
Ultraschall-Intensität.  
 
Abbildung 3.2.6-1: A: CALA Versuche mit mittlerem Tröpfchendurchmesser in Abhängigkeit des 
Herstellungsverfahrens direkt nach der Herstellung und nach 24 h Rühren bei 440 rpm und B: dessen Einfluss auf 
die spezifische Aktivität von CALA (1 gLdP-1) innerhalb von 30 Minuten Reaktionszeit. Herstellung via 
UT: Zahnkranzdispergierer Ultra Turrax bei 17,5k rpm für 2 min., US: 2x 20 sek. Ultraschall (80% Amplitude, 
Zyklus 0,8) und HG: Hand geschüttelt für 20 sek. Reaktion: Umesterung von 82 mM rac-1-Phenylethanol mit 
581 mM Vinylbutyrat zu rac-1-Phenylethanolbutyrat. Standardabweichung ermittelt aus biologischen Triplikaten.  
 
Abbildung 3.2.6-2: A: BAL Versuche mit mittlerem Tröpfchendurchmesser in Abhängigkeit des 
Herstellungsverfahrens direkt nach der Herstellung und nach 24 h Rühren bei 440 rpm und B: dessen Einfluss auf 
die spezifische Aktivität der BAL (1 gLdP-1) innerhalb von 30 Minuten Reaktionszeit. Herstellung via UT: 
Zahnkranzdispergierer Ultra Turrax bei 8k rpm für 1 min., US: 2x 10 sek. Ultraschall (80% Amplitude, Zyklus 
0,8) und HG: Hand geschüttelt für 20 sek. Reaktion: Carboligation von 200 mM Benzaldehyd zu R-Benzoin. 













































































Für die Herstellung von bioaktiven BAL PE via Dispergierer wurden Tröpfchengrößen von 
10 ± 0 µm erhalten, nutzte man Ultraschall erzeugte dies Größen von 13 ± 2 µm, gefolgt vom 
Handschütteln mit durchschnittlichen Durchmessern von 23 ± 2 µm (Abb. 3.2.6-2/A). Durch 
die Inkubation im Rührkesselreaktor bei 440 rpm für 24h normalisierten sich die 
Tröpfchengrößen auf ein Mittel von 12 ± 0 µm. Betrachtete man nun den Effekt des 
Herstellungsverfahrens auf die resultierende Aktivität (Abb. 3.2.6-2/B), zeigte sich, dass die 
ultraschallgestützte Herstellung abermals die geringste Aktivität des Enzyms von 
32.451 ± 11.100 µmolmin-1g-1 hervorbrachte. Eine Herstellung via Ultra Turrax lieferte 
41.424 ± 1.739 µmolmin-1g-1, gefolgt vom Handschütteln mit der höchsten Aktivität von 
47.581 ± 4.894 µmolmin-1g-1 für BAL-PE.  
3.2.7 Vergleich 2-Phasensystem und bioaktive w/o Pickering Emulsion im gerührten 
Batch 
Für die Charakterisierung der Leistungsfähigkeit des PE-Systems wurde dieses gegenüber dem 
2-Phasensystem in gleicher Zusammensetzung aber ohne stabilisierende Partikel hergestellt. 
Die eingesetzte freie BAL wurde nach vorhergehendem Aktivitäts-Assay auf 903 U pro Ansatz 
normiert. Die PE bildete Tröpfchengrößen, die im Mittel einen Durchmesser von 109 ± 7 µm 
aufwiesen und sich im Reaktionsverlauf lediglich auf 138 ± 8 µm vergrößerten. Gleichzeitig 
waren sehr viele kleinere Tröpfchen innerhalb der dispergierten Phase zu verzeichnen, welche 
über die Zeit zum Teil heraussprudelten. Dieses Verhalten deutete auf die Bildung einer 
o/w/o-Multi-PE (Abb. 3.2.7-1/B) hin, in dessen Folge die PE über eine zusätzlich vergrößerte 





















Abbildung 3.2.7-1: A: Vergleich der Produktleistung von PE und 2-Phasensystem mit gereinigter BAL (903 U) 
innerhalb von 120 Minuten Reaktionszeit. Carboligation von 400 mM Benzaldehyd zu (R)-Benzoin. 
Standardabweichung ermittelt aus biologischen Triplikaten und bei 220 rpm gerührt. B: Mikroskopieaufnahme 
der PE nach 1h, Skalenstrich: 200 µm 
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Gesamtfläche für die Grenzflächen-Biokatalyse verfügte. Die Produktleistung des PE-Systems  
(Abb. 3.2.7-1/A) übertraf die des 2-Phasensystems zum Zeitpunkt 15 Minuten über das 
10-Fache und endete bei einer 3,5-fach höheren Raum-Zeit-Ausbeute am Ende der Reaktion. 
Im direkten Vergleich zeigte sich, dass in der PE binnen der ersten 15 Minuten bereits 
117 ± 3 mM (R)-Benzoin gebildet wurden und dies einem Substrat-Umsatz von 59 ± 1% 
entsprach. Hingegen waren zu diesem Zeitpunkt im 2-Phasensystem lediglich 11 ± 3 mM 
Produkt entstanden, gleichzusetzen mit einem Umsatz von 6 ± 1%. Bereits nach 1h der 
Reaktion war in der PE das Reaktionsgleichgewicht bei 75 ± 1% Stoffumsatz erreicht, 
wohingegen im 2-Phasensystem der Umsatz final bei 22 ± 2% lag. 
Anknüpfend an die erste Datenreihe, wurde eine Ganzzell-PE (GZ-PE) gegen ein 
2-Phasensystem mit freiem Enzym und ansonsten gleichen Rahmenbedingungen untersucht 
(Abb. 3.2.7-2). Der genutzte Biokatalysator ADH-A wurde über einen vorangegangenen 
wässrigen Aktivitätstest auf 18 U pro Ansatz normiert. Der mittlere Tröpfchendurchmesser der 
wässrigen Phase in den GZ-PE Ansätzen betrug 59 ± 1 µm und im Verlauf der Reaktionszeit 
verringerte sich dieser mittlere Tröpfchendurchmesser auf 26 ± 4 µm. Es konnten ebenfalls 
kleinere Tröpfchen in der dispergierten Phase gefunden werden, in Folge dessen auch die GZ-
PE einer Multiemulsionbildung des Typus o/w/o unterlag und eine zusätzlich vergrößerte 
Grenzfläche aufwies (Abb. 3.2.7-2/B). Bezüglich der Produktleistung der Systeme 
(Abb. 3.2.7-2/A) bildete die GZ-PE binnen der ersten 15 Minuten bereits 24 ± 7 mM 
(S)-1-Phenylethanol, wohingegen das 2-Phasensystem mit freier ADH-A lediglich 11 ± 2 mM 
verzeichnete. Dies entsprach Substrat-Umsätzen von 6 ± 2% bzw. 3 ± 1%. Analog zu den 
























Abbildung 3.2.7-2: A: Vergleich der Produktleistung von Ganzzell-PE und 2-Phasensystem mit gereinigter 
ADH-A (4,507 ULdP-1) innerhalb von 180 Minuten Reaktionszeit. Reduktion von 400 mM Acetophenon zu 
(S)-1-Phenylethanol. Standardabweichung ermittelt aus biologischen Triplikaten und bei 220 rpm gerührt. 
B: Mikroskopieaufnahme der Ganzzell-PE nach 1h, Skalenstrich: 100 µm 
77 
Versuchen mit freiem Enzym glichen sich die Produktleistung beider Systeme mit 
fortschreitender Zeit an. Hierbei resultierten am Reaktionsende nach 180 Minuten RZA mit 
geringer Abweichung und die GZ-PE gegenüber dem 2-Phasensystem erreichte eine finale 
Produktkonzentration von 78 ± 3 mM zu 60 ± 3 mM. Im Hinblick auf den Substrat-Umsatz 
wurden Werte von 20 ± 1% für die GZ-PE und 15 ± 1% für das 2-Phasensystem berechnet. Ein 
genereller Aspekt der GZ-PE war die erhöhte Standard-Abweichung vor allem in der 
Anfangsphase der Biokatalyse. Dies könnte mit der zusätzlichen Diffusionsbarriere der E. coli 
Zellmembranen und der Membrangängigkeit von Substrat und Produkt in Verbindung stehen. 
3.2.8 Tröpfchengröße und Einfluss auf Produktbildung des PE-Systems 
 
Um den Einfluss der Tröpfchengrößen auf die Produktleistung eines bioaktiven PE-Systems zu 
testen (Abb. & Tab. 3.2.8-1), wurden drei Setups mit unterschiedlichen Partikel-Spezies, 
Wacker HDK-H2000® (d = 17 nm), Stöber-NP (d = 495 ± 166 nm) sowie Polyethylen-Partikel 
(PE, d = 50 µm) gegeneinander getestet. Die HDK® H2000 Partikel bildeten w/o PE mit sehr 
kleinen Tröpfchen von 10 ± 2 µm aus (Abb. 3.2.8-1/A) und nächstfolgend größere 
Durchmesser im Bereich von 74 ± 4 µm wurden mittels Stöber-NP etabliert. Die Polyethylen-
Mikropartikel hingegen bildeten im ungerührten Zustand ein 2-Phasensystem, gerührt bei 
440 rpm jedoch eine agitationsinduzierte-PE (ai-PE), deren Tröpfchendurchmesser mit 
herkömmlichen Messverfahren nicht erfassbar waren. Im zeitlichen Verlauf der Biokatalyse 
(Abb. 3.2.8-1/B), der Umesterung von 82 mM rac-1-Phenylethanol zu 














































Abbildung 3.2.8-1: A: Der mittlere Tröpfchen-Durchmesser in Abhängigkeit der eingesetzten Partikel-Spezies 
direkt nach der Herstellung und nach 24h Rühren bei 440 rpm B: Produktkonzentration 1-Phenylethanolbutyrat 
(PEB) im gerührtem Batch mit CALA innerhalb von 24h. 
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rac-1-Phenylethanolbutyrat mittels CALA, war vor allem ein Unterschied in der frühen Phase 
der Biokatalyse erkennbar, wobei dieser mit Fortschreiten der Zeit deutlich geringer wurde. Die 
Experimente mit Stöber-NP und PE-Partikeln benötigten eine Anlaufphase-Phase der 
Biokatalyse, wodurch Reaktionsprodukte später detektiert wurden. Ein genauerer Blick auf die 
Kennzahlen der Biokatalyse in Tab. 3.2.8-1 bestätigte genau diesen Eindruck. Die kleinsten 
Tröpfchendurchmesser produziert mit HDK® H2000 begünstigten als einzige einen sofortigen 
Start der Biokatalyse, in dessen Folge Produkt in einer Ausbeute von 2 ± 1% und einer RZA 
von 0,56 ± 0,24 gL-1h-1 bereits nach 30 Minuten detektiert wurde. Zum Zeitpunkt 4h wurden 
Ausbeuten von 9 ± 1% für HDK® H2000, 6 ± 3% für Stöber-NP und 4 ± 1% für die PE-Partikel 
erzielt, gleichbedeutend mit RZA von 0,37 ± 0,03, 0,23 ± 0,10 und 0,16 ± 0,05 gL-1h-1. Am 
Reaktionsende nach 24 h und einer registrierten Zunahme der Tröpfchendurchmesser 
normalisierten sich die Ausbeuten auf 36 ± 4, 32 ± 9 und 34 ± 4%, gleichbedeutend mit RZA 
von 0,23 ± 0,01, 0,22 ± 0,05, 0,21 ± 0,03 gL-1h-1 (Tab. 3.2.8-1). 
Tabelle 3.2.8-1: Kennzahlen der Biokatalyse mit CALA inklusive Standardabweichungen aus biologischen 






 RZA  
[gProduktgProtein-1] Ausbeute 
Kennzahlen nach 30 min. 
HDK® H2000 1,5 ± 0,6 0,56 ± 0,24 1,4 ±0,6 2 ± 1% 
Stöber-NP 0,0 0,00 0,0 0% 
PE-Partikel 0,0 0,00 0,0 0% 
Kennzahlen nach 4h 
HDK® H2000 7,8 ± 0,7 0,37 ± 0,03 7,3 ± 0,8 9 ± 1% 
Stöber-NP 4,9 ± 2,2 0,23 ± 0,10 4,5 ± 2,1 6 ± 3% 
PE-Partikel 3,3 ± 1,0 0,16 ± 0,05 3,1 ± 0,9 4 ± 1% 
Kennzahlen nach 24h 
HDK® H2000 28,8 ± 1,2 0,23 ± 0,01 29,9 ± 3,5 36 ± 4% 
Stöber-NP 28,1 ± 6,3 0,22 ± 0,05 26,5 ± 6,1 32 ± 9% 
PE-Partikel 26,8 ± 3,6 0,21 ± 0,03 27,1 ± 3,8 34 ± 4% 
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3.2.9 Phasen-Migration von Proteinen - Evaluation von Enzymwechselwirkungen mit 
dem Reaktionssystem 
 
Biokatalysator-Wechselwirkungen mit den Phasen einer PE wie z.B. Adsorption an den 
hydrophoben NP oder die Migration von Biomaterial in die organische Phase sind von enormer 
Bedeutung für ein Reaktionssystem und dessen generelle Beurteilung, vor allem wenn dieses 
in Verbindung mit GVOs und GVEs genutzt wird. In Abb. 3.2.9-1/A&B wurden diese 
Wechselwirkungen für zwei Enzyme, BAL und ADH-A, mit Hilfe des BCA-Assays evaluiert 
[194, 230]. Die Basiswerte der absoluten Proteinmengen in der dP betrugen 6,40 mg für die 
BAL und 11,62 mg Protein für die ADH-A-Experimente, wobei die BAL eine sehr hohe 
Reinheit zeigte. Die ADH-A wurde bei 60°C hitzegereinigt und zeigte daher eine geringere 
Reinheit, in Folge dessen zusätzliche Proteine des Expressionsstammes E. coli BL21 (DE3) 
enthalten waren. Generell fand man nach 24-stündiger Biokatalyse nur sehr wenig assimiliertes 
Protein in der kP. Der festgestellte Bereich variierte für die BAL (Abb. 3.2.9-1/B) von 1 ± 0% 
(COD) über 5 ± 0% (CPME) bis hin zu 8 ± 0% (MeTHF) der Proteingesamtmenge. Die dP wies 
Werte von 62 ± 1% für CPME, 68 ± 3% für COD und 71 ± 4% für MeTHF, bezogen auf die 
Proteingesamtmasse, auf. Interessant wurde es bei der Proteinadsorption an den hydrophoben 
Silica-Partikeln, hier wurden größere Unterschiede von 10 ± 3% für CPME, 23 ± 4% für 
MeTHF und 50 ± 8% Restprotein für COD rechnerisch bestimmt. Ein etwas anderes Bild in 
den bioaktiven PE stellte sich für die hitzegereinigte ADH-A dar (Abb. 3.2.9-1/A). Hier wurde 











































Abbildung 3.2.9-1: BCA-Assay der PE-Bestandteile und darin enthaltenem bzw. adsorbiertem Protein, berechnet 
auf die absolut enthaltene Menge im Standard-PE-Modell A: ADH-A PE nach 12h Reaktion. B: BAL PE nach 
9h Reaktion. Experimente im Zeitraum bei 220 rpm gerührt und Standardabweichung berechnet aus biologischen 
Triplikaten. CPME: Cyclopentylmethylether, MeTHF: 2-Methyltetrahydrofuran, COD: Cyclooctadien 
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von COD wurden erhöhte Proteinanteile von 8 ± 3% festgestellt. Als sehr unterschiedlich 
stellten sich auch die finalen Proteinanteile in der dP heraus, hierbei wurden Werte von 17 ± 0% 
(COD), 27 ± 0% (CPME) und 66 ± 3% (MeTHF), bezogen auf die Gesamtproteinmenge 
ermittelt. Bezüglich der Proteinadsorption an den NP adsorbierte 4 ± 0% Protein in den COD 
PE, 6 ± 1% für die CPME Ansätze und 18 ± 14% Protein in PE mit MeTHF als organisches 
Lösungsmittel. 
Tabelle 3.2.9-1: Gesamtbilanz der Proteinmenge in den Bestandteilen der bioaktiven PE und Fotos der Ansätze 
nach 24h und halbstündiger Sedimentation. Positive Werte: Protein-Überschuss, negative Werte: Protein-Mangel 




Phasen nach 24h Protein [mg] Phasen nach 24h 
















Bilanzierte man nun die Proteinmengen (Tab. 3.2.9-1) zeigte sich, dass Protein gegenüber dem 
Referenzwert „verschwindet“. Im BCA-Assay der drei Phasen wurde größtenteils nur die 
lösliche Proteinfraktion erfasst. Betrachtete man die Fotos der bioaktiven PE genauer wurde 
klar, dass Protein zwischen wässriger und organischer Phase als weiße Zwischenphase 
denaturiert vorlag. Man spricht bei einem derartigen Enzymverhalten von der sogenannten 
Grenzflächendenaturierung [47]. Weiterhin war die Proteinadsorption an den Partikeln und die 
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nachfolgend generierten Daten durch ihre deutlich höheren Standardabweichungen als unsicher 
zu beurteilen. Die Gesamtheit der erzeugten Daten wies die grünen Lösungsmittel MeTHF und 
CPME, als diejenigen mit den geringsten Enzym-Phasen-Wechselwirkungen aus, wobei 
MeTHF bei teilgereinigten Enzymformulierungen deutlich weniger Protein an der Interphase 
denaturiert ausfallen ließ. 
3.2.10 Verteilungskoeffizienten von Substraten und Produkten in den Standard –
Reaktionssystemen 
Für ein optimales Downstream Processing der Produkte ist die primäre Verteilung von 
Substraten und Produkten in der kP wünschenswert. Auschlaggebender Parameter für die 
Beurteilung des Löslichkeitsverhaltens von Stoffen in wässrigen und organischen Phasen ist 
der logP-Wert. In der Tab. 3.2.10-1 sind alle verwendeten Substrat-Produkt-Kombinationen für 
die Biokatalysen aus Kapitel 3.3 und 3.4 mit ihren logP-Werten erfasst.  
Tabelle 3.2.10-1: Substrat-Produktkombinationen mit ihren entsprechenden logP-Werten 
Substrat logP[1] Produkt logP[1] 
1-Phenylethanol 1,38 1-Phenylethanolbutyrat 3,34 
Benzaldehyd 1,61 Benzoin 2,13 
Acetophenon 1,66 1-Phenylethanol 1,38 
α-Methylbanzylamin 1,44 Acetophenon 1,66 
[1] Chemspider database: http://www.chemspider.com/ 
























































Abbildung 3.2.10-1: Verteilung von Substrat 1-Phenylethanol (1-PE, logP 1,38, 81,85 mM) und Produkt 
1-Phenylethanolbutyrat (1-PEB, logP 3,34, 52,02 mM) zwischen den Phasen der PE. A: organische- und Partikel-
Phase. B:  organische- und wässrige KPi-Puffer-Phase mit 50 mM, pH 7 und Dummy-Protein Casein (1 gLdP-1). 
Gerührt bei 440 rpm für 24 h. Standardabweichung aus biologischen Triplikaten ermittelt. 
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Exemplarisch wurde die Kombination rac-1-Phenylethanol und rac-1-Phenylethanolbutyrat, 
den kleinsten und größten logP-Wert repräsentierend, für die Verteilungsexperimente gewählt 
(Abb. 3.2.10-1/A&B). Die konstanten Mittelwerte mit ihren sehr geringen Abweichungen 
indizierten eine ausschließliche Verteilung der Stoffe in die organische Phase der PE, KkP-dP = 1. 
Einzig der Dispersionsprozess zum Zeitpunkt 0,033 h (Abb. 3.2.10-1/B) sorgte für eine 
zeitweise Konzentrationsabnahme des hydrophileren rac-1-Phenylethanol in der organischen 
Phase und Verteilung in der wässrigen Puffer-Phase mit anschließender Rückdiffusion in die kP 
binnen der nächsten 50 Minuten. 
 
3.2.11 Protonen-Transfer zwischen zwei dispergierten Phasen in w/o Pickering 
Emulsionen 
 
Abbildung 3.2.11-1: Mikroskopieaufnahmen von PE mit unterschiedlichen pH-Werten innerhalb der 
dP-Tröpfchen. Blau/Lila: K2HPO4 50mM, pH 8,91 mit Bromthymolblau, farblos: KH2PO4 100mM, pH 4,56. 
A-C: dP geliert mit 15% Gelatine (Bloom 240), gerührt bei 300 rpm,  D-F: dP geliert mit 1,5% Agarose, gerührt 
bei 440 rpm, A/D: direkt nach der Herstellung, B/E: 1h unter Rühren, C: 16h unter Rühren, F: 60h unter Rühren. 
Skalenstrich: 200 µm. 
One-Pot Kaskaden sind essentieller Bestandteil heutiger biotechnologischer Forschung [231–
234], dennoch besitzen verschiedene Enzyme für ihre beste Aktivität unterschiedliche 
pH-Optima. Versuche mit frei wässriger dP führten binnen kürzester Zeit zu einem kompletten 
Protonenausgleich, wenn dP mit unterschiedlichen pH-Werten etabliert wurden. Das Rühren 
induzierte Zusammenstöße der Tröpfchen und damit destabilisierende Prozesse wie 
Agglomeration und Coaleszenz die den Protonenausgleich zwischen den Dispersionströpfchen 
vornahmen [128]. In Abb. 3.2.11-1 sind PE aufgeführt, die aus dP mit zwei unterschiedlichen 
A B C 
D E F 
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pH-Werten (∆pH) bestanden, wobei die ∆pH wässrigen Phasen in eine Gelmatrix, 1,5% 
Agarose bzw. 15% Gelatine, eingebettet wurden (Abb. 3.2.11/A&D). Die basischen dP wurden 
mit Bromthymolblau als Indikator ausgestattet. Bromthymolblau erscheint bis pH 5,8 farblos 
bis gelblich, von pH 5,8 bis 7,6 grünlich und ab pH 7,6 blau bzw. lila. Bei Protonenübergang 
durch die zweifach überkonzentrierte saure dP würde der Indikator ins grünliche bzw. gelbliche/ 
farblose umschlagen. Nach 1 h unter Rühren war eine Farbverschiebung aller Tröpfchen in 
Richtung leichtes blau bzw. lila zu beobachten, da der Indikator mit seiner hydrophoben 
Struktur aus den Gel-Matrices diffundierte und auf der Oberfläche der Tröpfchen, wo die 
hydrophoben Partikel lokalisiert waren, adsorptiv band (Abb. 3.2.11/B&E). Bläuliche 
Aggregate des Farbstoffs auf den Tröpfchenoberflächen sah man besonders gut in der 
Abb. 3.2.11/B bei 400% digitalem Zoom. Im zeitlichen Verlauf (Abb. 3.2.11/C&F) war ein 
entsprechender Konzentrationsausgleich des Indikators mit assoziierter Farbanpassung 
erreicht. Klar differenzierbare Farbunterschiede der Tröpfchen waren erkennbar, sodass für 
gelierte dP die Protonen stationär verharrten. In Folge dessen konnte angenommen werden, dass 
kein bzw. nur minimaler Transfer und damit keine bzw. nur sehr geringe pH-Wertänderungen 
stattfanden. Zu starkes Rühren (440 rpm) über einen langen Zeitraum (60 h) konnte jedoch die 
Integrität der Gel-Tröpfchen beschädigen und die anschließende Agglomeration der kleinen 
Gelfetzen induzierten einen Protonenausgleich zwischen den Selbigen (Abb. 3.2.11/F). 
3.2.12 Alternative DES/o Pickering Emulsionen für wasserfreie Systeme 
Grundlage für die Bildung von Emulsionen ist die Verwendung von zwei nicht bzw. schwer 
mischbaren flüssigen Phasen [143]. Dieses einfache Prinzip wurde in Abb. 3.2.12-1 genutzt, 
A B 
Abbildung 3.2.11-1: Mikroskopieaufnahmen von DES-in-organischem-LM PE mit Toluol und Substraten, 
47,12 mM Benzoin und 282,82 mM Vinylbutyrat, als Lösungsmittel im Phasenverhältnis 1:20 und 120 mg Stöber-
NPs. A: Cholinchlorid-Glycerin mit FITC-LipTL (8 gLdP-1) als dP, B: Cholinchlorid-Urea mit FITC-Lipase 
(8 gLdP-1) als dP. Skalenstrich: 50 µm. 
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um alternative wasserfreie PE zu kreieren, indem als dP stark eutektische Flüssigkeiten, 
sogenannte Deep Eutectic Solvents (DES) wie Cholinchlorid:Glycerin (ChCl:Gly, 
Abb. 3.2.13/A) und Cholinchlorid:Urea (ChCl:U, Abb. 3.2.13/B) zum Einsatz kamen. Die 
Herstellung erfolgte mit dem Lösungsmittel Toluol, inklusive 47,12 mM Benzoin und 
282,82 mM Vinylbutyrat als Substrate sowie 120 mg Stöber-NPs, die bei 24k rpm für 2 min. 
dispergiert wurden. Die mittleren Tröpfchendurchmesser für die resultierenden DES/o PE 
betrugen für ChCl:Gly 70 ± 25 µm und für ChCl:U 67 ± 30 µm. Mit Hilfe von DES konnten 
annähernd wasserfreie DES/o PE etabliert werden, die genutzt werden könnten, wenn durch 
wässrige dP Nebenreaktionen der Substrate wie Hydrolysereaktionen stattfänden oder ein 
wässriges Milieu das Gleichgewicht der Biotransformation negativ beeinflusste wie zum 
Beispiel bei Veresterungen mit Lipasen [9, 82–85]. 
3.3 Bioaktive w/o Pickering Emulsion: Einschritt-Synthesen 
3.3.1 Lipasenkatalysierte Umesterung in wässrigem Milieu 
Seit Jahrzehnten werden Lipasen großindustriell und hauptsächlich für die Racematspaltung 
von chiralen Alkoholen und die Bildung von Polyestern genutzt. Lipasen als grenzflächenaktive 
und sehr stabile Biokatalysatoren wurden in diesem Abschnitt als Benchmark-Enzyme für das 
w/o PE-Reaktionssystem genutzt [235]. Für die Lipase-Applikation in bioaktiven w/o PE 
wurde davon ausgegangen, dass sich Lipasen an der Grenzschicht von dP und kP konzentrieren, 
was ihrem evolviertem Verhalten entspräche [11, 12]. Hydrophobe Substrate in der kP können 
dadurch in direkten Kontakt zum Biokatalysator treten. Exemplarisch wurden drei Experimente 
aus der Versuchsmatrix ausgewählt und in Tab. 3.3.1-1, inklusive der Morphologie und 
Tröpfchendurchmesser, abgebildet. Die vollständigen Daten können im Anhang unter A3.3.1 
eingesehen werden. Direkt nach der Herstellung glichen sich die PE und es bestanden nur 
geringe Unterschiede in den mittleren Tröpfchendurchmessern, wobei sich für CALA und 
CALB sehr ähnliche PE etablierten und diese Ähnlichkeit bis zum Ende des Batches erhalten 
blieb. LipTLL startete mit kleineren Tröpfchendurchmesser und endete nach 24 h in 
verhältnismäßig größeren Tröpfchen der dispergierten Phase. Bei allen Ansätzen nahm die 
Polydispersität der Tröpfchen über die Zeit augenscheinlich zu. 
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Tabelle 3.3.1-1: Lipase w/o PE zu Zeitpunkten 0h und 24h inklusive ihrer Morphologie und 
Tröpfchendurchmessern. Skalenstrich: 200 µm. 
Experiment 0h PE-Morphologie 24h PE-Morphologie dMW [µm] 
CALA 16k rpm 
  
0h: 77 ± 2 µm 
24h: 146 ± 6 µm 
CALB 16k rpm 
  
0h: 70 ± 2 µm 
24h: 150 ± 21 µm 
LipTLL 16k rpm 
  
0h: 46 ± 4 µm 
24h: 218 ± 38 µm 
 
Tabelle 3.3.1-2: Gewichtete Mittelwerte der Biokatalyse-Kennzahlen für CALA in bioaktiver w/o PE zum 
Zeitpunkt 24h. CPME als kP und KPi-Puffer 50 mM, pH 7 als dP, 1 gLdP-1 Lipase Einwaage entsprechend 0,4 mg 
totalem Protein, gerührt bei 440 rpm für 24h. Reaktion: Umesterung von 82 mM rac-1-Phenylethanol mit 581 mM 
Vinylbutyrat zu rac-1-Phenylethanolbutyrat und Acetaldehyd. 
  RZA24h [gL-1h-1] RZA24h [gProduktgProtein-1] Theoretische Ausbeute24h 
Gewichteter Mittelwert 0,30 354,9 45,8% 
Innerer Fehler 0,01 13,9 1,7% 
Äußerer Fehler 0,002 1,8 0,2% 









































Abbildung 3.3.1-1: Raumzeitausbeuten von bioaktiven CALA w/o PE bei verschiedenen 
Dispersionsgeschwindigkeiten. hellgrau: volumetrische Raum-Zeit-Ausbeute, dunkelgrau: katalytische Raum-
Zeit-Ausbeute. k = x · 10³, 1 gL-1 Einwaage entsprechend 0,4 mg totalem Protein, kP: CPME mit Substraten und 
dP: KPi-Puffer 50 mM, pH 7, Phasenverhältnis 1:10. Reaktion Umesterung von 82 mM rac-1-Phenylethanol mit 
581 mM Vinylbutyrat zu rac-1-Phenylethanolbutyrat und Acetaldehyd für 24 h bei 440 rpm. Standardabweichung 
ermittelt aus biologischen Triplikaten. 
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Lipasen in wässrigem Milieu bevorzugen generell die Reaktionsrichtung Hydrolyse [10]. Von 
den drei Standard-Lipasen CALA, CALB und LipTLL, zeigte CALA Enzymaktivität und eine 
entsprechende Produktbildung für die Umesterung zu rac-1-Phenylethanolbutyrat 
(Abb. 3.3.1-1). Weiterhin hatten die Dispergiergeschwindigkeiten des Zahnkranzdispergierers 
von 8000 bis 24000 rpm keinen signifikanten Einfluss auf die Raum-Zeit-Ausbeuten (RZA) 
des Systems, da keine der Biokatalyse-Kennzahlen (Tab. 3.3.1-2) signifikant beeinflusst wurde 
und als gewichtete Mittelwerte zusammengefasst werden konnten. Die gewichteten Mittelwerte 
für die volumetrische und katalytische Raum-Zeit-Ausbeute lagen im 24-Stunden-Batch bei 
0,30 ± 0,01 gL-1h-1 bzw. 354,9 ± 13,9 gProduktgProtein-1. Die theoretische Ausbeute des Prozesses 
lag im gewogenen Mittel bei 45,8 ± 1,7%. Die Tröpfchendurchmesser über alle 
Dispergiergeschwindigkeiten lagen im gewogenen Mittel zum Zeitpunkt 0 h bei 73 ± 3 µm und 
24 h bei 136 ± 7 µm (Tab. A3.3.1-2). Es konnte unter industriellen Rahmenbedingungen, bei 
hohen Substratkonzentrationen und minimaler Biokatalysatormenge, erfolgreich eine 
Umesterung via Lipase CALA in w/o PE realisiert werden. 
3.3.2 Carboligation mittels Benzaldehydlyase 
Die Benzaldehydlyase aus Pseudomonas fluoreszenz Biovar I, kurz BAL, katalysiert 
Carboligationen von zwei Aldehyden zum korrespondierenden (R)-α-Hydroxyketon und 
akzeptiert sowohl aromatische als auch aliphatische Aldehyde als Substrate [236]. Die wt-BAL 
mit His-Tag (60 kDa) gehört zu den eher empfindlichen Biokatalysatoren. Eine rasche 
Deaktivierung des Enzyms erfolgt binnen weniger Minuten bis einigen Stunden gelöst in Puffer 
bei pH >7, bei Temperaturen über 37 °C, Anwesenheit von denaturierenden Agenzien wie 
Harnstoff als auch bei Anwesenheit einer zweiten organischen Phase [40–42, 47]. In der 
Literatur wurden einige Versuche unternommen dieses Enzym zu stabilisieren und dabei eine 
gute Aktivität zu realisieren. Als sogenannte schnelle Gewinne für eine verbesserte Stabilität 
bei guter Produktleistung für die Carboligase-Aktivität des Enzyms haben sich 
hochmillimolarer TEA-Puffer bei pH 7,5 – 8, Temperaturen unter 37 °C, die Zugabe von 
submillimolaren Konzentrationen von Magnesium-Ionen und Thiaminpyrophosphat gezeigt. 
Auch die Beimischung von bis zu 40 Vol.-% Dimethylsulfoxid, die Verwendung von 
offenkettigen, verzweigten, aliphatischen Ethern als LM wie Methyl-tert-Butylether sowie die 
Nutzung von Ganzzellkatalysatoren kristallisierten sich als Parameter für eine verbesserte 
BAL-Biokatalyse heraus [41, 42, 47, 231, 232]. 
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BAL: Puffer-Screening in w/o Pickering Emulsionen 
 
Beginnend mit einem Puffer-Screening, dessen Rahmenbedingungen und Ergebnisse in 
Abb. 3.3.2-1/A abgelesen werden können, wurden für KPi-Puffer BAL-Ganzzell-Aktivitäten in 
einem Bereich von 49.854 ± 9.197 µmolmin-1g-1 (50 mM) bis auf 16.657 ± 2.378 µmolmin-1g-1 
(1 M) für die Carboligation, und somit stetig fallend, festgestellt. HEPES-Puffer lieferte bei 
50 mM eine Startaktivität von 60.782 ± 5.817 µmolmin-1g-1, welche bei 250 bis 500 mM im 
gewogenen Mittel bei 138.403 ± 1.925 µmolmin-1g-1 lag. Eine weitere Erhöhung der 
Pufferkonzentration auf 1 M zeigte eine leichte Erhöhung auf das Maximum von 
148.934 ± 12.455 µmolmin-1g-1. Im TEA-Puffer-Screening zeigte sich ein drastischer 
Aktivitätsverlauf beginnend mit 36.893 ± 2.079 µmolmin-1g-1, der bei 250 mM einen Wert 
von  122.768 ± 5.817 µmolmin-1g-1 verzeichnete und sich im weiteren Verlauf zu 500 mM auf 
die höchste gemessene Aktivität von 418.359 ± 3.822 µmolmin-1g-1 steigerte. Im Messpunkt 
1 M kam es zu einem Aktivitätsabfall auf 174.728 ± 15.271 µmolmin-1g-1. 
Für das Screening des pH-Optimums für die Carboligation von Benzaldehyd via Ganzzell-BAL 
wurde im Folgenden TEA-Puffer als dP gewählt (Abb. 3.3.2-1/B). Bei niedrigen pH-Werten 
von 5 und 6 konnte keine Aktivität festgestellt werden. Ab einem pH-Wert von 7 zeigte der 
Ganzzellkatalysator die erste Aktivität von 21.307 ± 5.292 µmolmin-1g-1, diese stieg bis zu 
einem pH-Wert von 8 auf ihr Maximum von 107.724 ± 27.558 µmolmin-1g-1. Erhöhte sich der 
pH-Wert über diesen Wert hinaus, so fiel die Aktivität ab und erreichte bei pH 10 ihr Minimum 
von 16.474 ± 4.353 µmolmin-1g-1. Die Literaturangaben zum pH-Optimum und besseren 

























































Abbildung 3.3.2-1: A: Pufferscreening in w/o PE für Ganzzell-BAL (30 gZTML-1), 30 mg trockene E. coli als 
Partikel und Biokatalysator, dP: KPi-, TEA- und HEPES-Puffer 50 mM bis 1 M, pH 7, Aktivität innerhalb 30 min 
Reaktion. B: pH-Screening in w/o PE für Ganzzell-BAL (3 gZTML-1), 27 mg hosil Silica-NP, dP: TEA-Puffer 
250 mM, pH 5,2 bis 10, Aktivität innerhalb 10 min Reaktion. kP: Cyclopentylmethylether, Phasenverhältnis 1:5. 
Reaktion: Carboligation von 400 mM Benzaldehyd zu (R)-Benzoin in biologischen Triplikaten. k = x · 10³, ZTM: 
Zelltrockenmasse 
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Aktivitäten der BAL als Ganzzellkatalysator konnten im Kern bestätigt werden, wobei 500 mM 
TEA-Puffer mit pH 8 mit Abstand die besten Ergebnisse erzielte [40–42, 47, 231]. 
 
BAL: Biokompatiblität „grüner“ Lösungsmittel 
Als zweiten Ansatzpunkt für eine optimierte Biokatalyse mittels BAL im w/o PE-System 
wurden drei alternative und als „grüner“ kategorisierte Lösungsmittel: Cyclopentylmethylether 
(CPME), 2-Methyltetrahydrofuran (MeTHF) und Cyclooctadien (COD) getestet, wobei sich 
„grüner“ durch die Summe verschiedener Qualitätsmerkmale der Lösungsmittel definierte. Die 
vollständigen Kriterien der Risiko- und Anwendungsanalyse der LM untereinander können in 
Abschnitt 2.4.2 eingesehen werden. 
Das Lösungsmittelscreening der drei LM und dem Biokatalysator BAL ist in Abb. 3.3.2-2 mit 
seinen Reaktionsbedingungen zusammengefasst. Die Biokompatibilität der LM wurde in drei 
aufeinander folgenden Batch-Reaktionen unter Rezyklierung der bioaktiven dP durchgeführt 
und dabei die Substrat- und Produktkonzentrationen erfasst. Folgend wurden essenzielle 
Kerndaten wie die initiale Enzymaktivität binnen 30 min Reaktionszeit als auch katalytische 
und volumetrische Raum-Zeit-Ausbeuten innerhalb der Reaktionsdauer von drei Stunden 
berechnet (Abb. 3.3.2-2).  Als zusätzlicher qualitativer Parameter wurden die Mittelwerte der 
Tröpfchengrößen nach der Einschwingzeit von einer Stunde im ersten und zweiten Batch sowie 
am Ende des dritten Batches ermittelt (Tab. 3.3.2-1).  
Tabelle 3.3.2-1: Tröpfchengrößenanalyse der w/o PE in den LM CPME, MeTHF und COD in drei 
aufeinanderfolgenden Batches. 120 mg HDK® H2000, dP: TEA-Puffer 250 mM, pH 8, kP: CPME, MeTHF und 
COD, Phasenverhältnis: 1. Zyklus 1:5, 2-3 Zyklus 1:5,9. Reaktion: Carboligation von 400 mM Benzaldehyd zu 
(R)-Benzoin in biologischen Triplikaten. 





   
Z1 -1h 16 0 29 1 
Z2 -1h 16 1 31 1 
Z3 -3h 14 1 29 2 
  
   
d̅ [µm] 16 d̅32 [µm] 29 
interner Fehler [µm] 0 interner Fehler [µm] 0 
externer Fehler [µm] 0 externer Fehler [µm] 1 





   
Z1 -1h 15 0 26 2 
Z2 -1h 22 4 43 6 
Z3 -3h 37 7 56 15 
  
   
d̅ [µm] 15 d̅32 [µm] 28 
interner Fehler [µm] 0 interner Fehler [µm] 2 
externer Fehler [µm] 1 externer Fehler [µm] 4 





   
Z1 -1h 44 3 73 2 
Z2 -1h 24 1 51 12 
Z3 -3h 23 2 68 23 
  
   
d̅ [µm] 25 d̅32 [µm] 72 
interner Fehler [µm] 1 interner Fehler [µm] 2 
externer Fehler [µm] 4 externer Fehler [µm] 3 
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Während der Biokatalyse in drei Batches zu jeweils drei Stunden, traten keine wesentlichen 
Veränderungen der bioaktiven w/o PE auf mikroskopischer Ebene und damit in den 
Tröpfchendurchmessern auf (Tab. 3.3.2-1). Zwar verkleinerten sich diese über die Dauer der 
gesamten Reaktionszeit etwas für COD oder vergrößerten sich für MeTHF, jedoch waren keine 
klaren Tendenzen erkennbar. Folglich konnten die Tröpfchengrößen als stabil eingestuft und so 
als gewichtete Ergebnisse zusammengefasst werden. Hierbei etablierten CPME und MeTHF 
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Abbildung 3.3.2-2: Drei Lösungsmittel w/o PE zur Bestimmung von deren Biokompatiblität über die 
Carboligation mittels BAL (0,5 gL-1 Protein). A-C: Edukt-Produkt-Konzentrationsverläufe von Biokatalyse-
Zyklus 1-3 mit leeren/ gefüllten Symbolen für Edukt- bzw. Produktkonzentration. D: BAL-Aktivität binnen 30 
min Reaktionszeit, E: katalytische Raum-Zeit-Ausbeute- und F: volumetrische Raum-Zeit-Ausbeute binnen 3 h 
für Produkt (R)-Benzoin pro Lösungsmittel und Biokatalyse-Zyklus 1-3. 120 mg HDK® H2000, dP: TEA-Puffer 
250 mM, pH 8, kP: CPME, MeTHF und COD, Phasenverhältnis: 1. Zyklus 1:5, 2-3 Zyklus 1:5,9. Reaktion: 
Carboligation von 400 mM Benzaldehyd zu (R)-Benzoin in biologischen Triplikaten. 
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jeweils die kleinsten Tröpfchen mit d̅/ d̅32 von 16 ± 0 µm/ 29 ± 1 µm und 15 ± 1 µm/ 28 ± 4 µm 
und COD im Vergleich die größten Tröpfchen mit d̅/ d̅32 von 25 ± 4 µm/ 72 ± 3 µm. Die 
Kennzahlen der Carboligation von Benzaldehyd in den hergestellten Emulsionen via BAL 
zeigten klare Tendenzen (Abb. 3.3.2-2). Betrachtete man die Diagramme aus 
Abb. 3.3.2-2/A bis C wurde klar, dass CPME und MeTHF binnen der drei Batches ähnliche 
Verläufe und damit Stoffumsätze zeigten. Diese lagen am Ende von Batch eins (Abb. 3.3.2-2/A) 
bei 70,5 ± 0,2% für CPME und bei 71,1 ± 0,2% für MeTHF, wohingegen mit COD als kP 
lediglich ein halb so hoher Stoffumsatz, bei 34,3 ± 3% liegend, generiert wurde. Untersuchte 
man die Aktivitäten der BAL in den drei LM (Abb. 3.3.2-2/D), konnte für CPME binnen der 
ersten 30 Minuten der Reaktion die höchste Aktivität von 58.160 ± 6.134 µmolmin-1g-1 
ermittelt werden, wobei MeTHF 31.436 ± 2.677 µmolmin-1g-1 zeigte und letztlich COD 
14.087 ± 2.326 µmolmin-1g-1 verzeichnete. Im zweiten und dritten Zyklus der Reaktion 
verbuchten die Emulsionen mit MeTHF leicht erhöhte Aktivitäten von 
5.077 ± 182 µmolmin-1g-1 und 4.118 ± 1.820 µmolmin-1g-1 gegenüber CPME mit 
4.023 ± 2.154 µmolmin-1g-1 bzw. 3.564 ± 639 µmolmin-1g-1. COD PE zeigten keinerlei 
residuale Aktivität im zweiten und dritten Zyklus. Hinsichtlich der Leistungsfähigkeit der PE 
als Reaktionssystem (Abb. 3.3.2-2/E&F) lagen CPME und MeTHF sehr nah beieinander. Die 
volumetrischen RZA unterschieden sich lediglich in der Nachkommastelle und lagen im 
gewichteten Mittel für die Batches eins bis drei bei folgenden Werten, 10,0 ± 0,0 gL-1h-1, 
3,8 ± 0,0 gL-1h-1 und 2,4 ± 0,0 gL-1h-1. Kleinere Unterschiede konnten in den katalytischen RZA 
ermittelt werden und für MeTHF auf 258,8 ± 12,9 gProduktgProtein-1, 90,9 ± 1,4 gProduktgProtein-1 und 
68,6 ± 1,6 gProduktgProtein-1 berechnet werden. CPME PE lagen bei 239,28 ± 0,5 gProduktgProtein-1, 
83,98 ± 4,4 gProduktgProtein-1 und 59,28 ± 9,2 gProduktgProtein-1. Für COD lagen im ersten Zyklus der 
Reaktion die katalytischen RZA nur halb so hoch bei 4,9 ± 0,1 gL-1h-1 und 
126,1 ± 4,4 gProduktgProtein-1. CPME und MeTHF generierten zwar unterschiedliche Initial-
Aktivitäten der BAL von 58.000 µmolmin-1g-1 (CPME) und 31.000 µmolmin-1g-1 (MeTHF). 
Jedoch wurden in allen drei Batches nahezu identische RZA von 10 gL-1h-1 und 
239 - 259 gProduktgProtein-1 generiert, wobei die stärkste Absenkung der Parameter Aktivität 
(84 – 93%) und RZA (62 – 65%) im Übergang von Batch eins zu zwei stattfand. COD zeigte 
bereits im ersten Batch, dass es nicht BAL-kompatibel war. 
 
BAL: Phänotyp-Biokatalyse 
Für die nachfolgenden Experimente wurde CPME als Lösungsmittel gewählt und der 
Biokatalysator in den Phänotypen „gereinigtes Enzym“ und „Ganzzellkatalysator“ eingesetzt. 
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Diese Phänotypen wurden dann mit normierter Biokatalysatoraktivität in drei verschiedenen 
Reaktionssystemen implementiert und sowohl makroskopische als auch mikroskopische 
Merkmale untersucht. Um eine direkte Vergleichbarkeit der Ergebnisse zu gewährleisten wurde 
in allen Experimenten die Gesamtaktivität von 905,2 U eingesetzt. Ebenso wurden die 
Kennzahlen der biokatalytischen Leistungsfähigkeit ermittelt, um die beste Darreichungsform 
des Biokatalysators und das effizienteste Reaktionssystem aufzuzeigen. Hierbei wurde auf 
Reaktionssysteme zurückgegriffen, die den Stand der Technik abbildeten: w/o PE, biphasisches 
System (BP) und mikroaquatisches System (MAq) und diese miteinander verglichen [76, 231]. 
Lediglich auf ein biphasisches Reaktionssystem mit ganzen Zellen wurde verzichtet, da sich 
bei dieser Zusammenstellung rührinduzierte Emulsionen ausbilden können, die eine 
Zwischenstufe der genannten Reaktionssysteme darstellen. Die makroskopische Beurteilung 
der Experimente konnte über Tab. 3.3.2-2 vorgenommen werden. Hierbei war leicht zu 
erkennen, dass beim Einsatz von ganzen Zellen eine milchige Trübung der PE sowie der MAq 
Experimente zu sehen war, in Folge dessen eine breite Verteilung der ganzen Zellen über das 
gesamte Reaktionsvolumen angenommen werden konnte. Gegensätzlich verhielt sich das 
gereinigte Enzym, hier trat in allen Experimenten sehr schnell eine Phasentrennung zwischen 
der enzymhaltigen wässrigen und der organischen Phase ein. Das Enzympulver im 
mikroaquatischen System aggregierte in kleinere Klümpchen, die sofort sedimentierten. 
Tabelle 3.3.2-2: Makroskopische Darstellung der Reaktionssysteme mit verschiedenen Phänotypen des 
Biokatalysators BAL am Ende der Biokatalyse nach 6 h. PE: w/o Pickering Emulsion, MAq: Mikroaquatisches 
System, BP: Biphasisches System. BAL E. coli: Ganzzellkatalysator, BAL lyo: Enzympulver. 
PE: BAL E. coli  PE: BAL lyo MAq: BAL E. coli  MAq: BAL lyo BP: BAL lyo 
     
 
Eine mikroskopische Untersuchung mit anschließender Tröpfchengrößenbestimmung wurde 
für die PE vorgenommen und ist in Tab. 3.3.2-3 erfasst. Beide Phänotyp-PE stellten sich als 
stabile w/o PE dar, wobei sie signifikante Unterschiede in den Tröpfchengrößen aufwiesen. 
Beide Phänotyp-PE kennzeichnete die Ausbildung von Multiemulsionen des Typs o/w/o, was 
bei 300% digitalem Zoom durch klar definierte sehr kleine Tröpfchen in den wässrigen 
Dispersionströpfchen zu erkennen war (Tab. 3.3.2-3). Die Morphologie der gebildeten 
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Dispersionströpfchen war augenscheinlich gleich (Tab. 3.3.2-3). Die Gründe für die 
Multiemulsionsbildung waren offensichtlich: Das Enzym selbst, als auch die E. coli Zellen,  
Tabelle 3.3.2-3: Mikroskopische Darstellung der bioaktiven w/o PE mit Ganzzell-BAL und gereinigter BAL als 
Enzympulver nach der Einschwingzeit von 1 h und am Ende der Biokatalyse nach 6 h, Skalenstrich: 200 µm 
Experiment Zyklus 1 – 1h Zyklus 3 – 2h 
PE: BAL E. coli    
PE: BAL lyo   
Tabelle 3.3.2-4: Tröpfchengrößenanalyse der w/o PE in den LM CPME, MeTHF und COD in drei 
aufeinanderfolgenden Batches. 120 mg Stöber-TMODS-FITC-Partikel, dP: TEA-Puffer 250/ 500 mM (freie BAL/ 
Ganzzell-BAL), pH 8, kP: CPME, Phasenverhältnis 1. Zyklus 1:5, 2-3. Zyklus 1:5,9. Reaktion: Carboligation von 
400 mM Benzaldehyd zu (R)-Benzoin in biologischen Triplikaten. 
PE-Phänotyp Batch dMW [µm] sd [µm] d32 MW [µm] sd32 [µm] 
BAL E. coli 
  
  
   
Z1 -1h 32 1 102 25 
Z3 -2h 38 1 83 7 
  
  
d̅ [µm] 36 d̅32 [µm] 85 
interner Fehler [µm] 0 interner Fehler [µm] 7 
externer Fehler [µm] 3 externer Fehler [µm] 5 




   
Z1 -1h 109 7 158 18 
Z3 -2h 138 8 235 14 
  
   
d̅ [µm] 122 d̅32 [µm] 206 
interner Fehler [µm] 5 interner Fehler [µm] 11 
externer Fehler [µm] 15 externer Fehler [µm] 37 
 
können als amphiphile „Nanopartikel“ eingestuft werden. In geringen Mengen hatten diese 
einen positiven Einfluss auf die Bildung von w/o PE aber bei der Überschreitung einer 
Grenzmenge begünstigen sie destabilisierenden Prozesse wie Aggregation, Coaleszenz und 
Kollaps der Emulsion. Im Endeffekt vergrößerte sich die Grenzfläche durch den beobachteten 
Sachverhalt noch einmal beträchtlich, insofern in diesem Fall von einem positiven Effekt 
gesprochen werden konnte. Die Zugabe von 60 mg E. coli Zellen gegenüber 2,32 mg 
gereinigtem BAL-Pulvers hatte zudem deutliche Effekte auf die mittleren Durchmesser und 
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Sauter-Durchmesser der Tröpfchen. Während die Tröpfchendurchmesser (Tab. 3.3.2-4) für 
beide Emulsionen über den Zeitraum von sechs Stunden als gleichbleibend bei 36 ± 3 µm für 
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Abbildung 3.3.2-3: w/o PE mit freier BAL und ganzen Zellen auf 905,2 U pro Experiment normiert, im 
Benchmark gegenüber Reaktionssystemen auf dem heutigen Stand der Technik. A-C: Edukt-Produkt-
Konzentrationsverläufe von Biokatalyse-Zyklus 1-3 mit leeren/ gefüllten Symbolen für Edukt- bzw. 
Produktkonzentration. D: BAL-Aktivität binnen 15 min Reaktionszeit, E: katalytische Raum-Zeit-Ausbeute- und 
F: volumetrische Raum-Zeit-Ausbeute binnen 2 h für Produkt R-Benzoin pro Reaktionssystem und Biokatalyse-
Zyklus 1-3. 120 mg Stöber-TMODS-FITC-Partikel, dP: TEA-Puffer 250/ 500 mM (freie BAL/ Ganzzell-BAL), 
pH 8, kP: CPME, Phasenverhältnis 1. Zyklus 1:5, 2.-3. Zyklus 1:5,9. I: w/o PE mit Ganzzell-BAL, II: w/o PE mit 
freier BAL, III: mikroaquatisches System mit Ganzzell-BAL, IV: mikroaquatisches System mit freier BAL, V: 
biphasisches Reaktionssystem mit freier BAL. Reaktion: Carboligation von 400 mM Benzaldehyd zu (R)-Benzoin 
in biologischen Triplikaten. 
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Enzym-PE im Sauter-Durchmesser eine Zunahme von 158 ± 18 µm auf 235 ± 14 µm  
ermittelbar. Die Ganzzell-PE verblieb im gewichteten mittel bei d̅32 = 85 ± 7 µm, sodass die 
Ganzzell-PE insgesamt als feiner verteilte Dispersionen vorlagen. Im Folgenden wurden die 
Biokatalyse-Kennzahlen ermittelt, um die Leistungsfähigkeit der Phänotypen des 
Biokatalysators als auch der Reaktionssysteme zu ermitteln. Die Biokatalyse-Kennzahlen aus 
Abb. 3.3.2-3/A bis F zeigen diesen Vergleich bei normierter Biokatalysator-Aktivität von 
905,2 U. Aus den Substrat- und Produktkonzentrationen (Abb. 3.3.2-3/A bis C) sind deutliche 
Unterschiede zwischen den Experimenten auszumachen. Hierbei generierte die Ganzzell-PE in 
allen drei Batches deutlich mehr Produkt als die PE mit gereinigter BAL, das biphasische 
System mit gereinigter BAL sowie beide mikroaquatische Reaktionssysteme. Die Stoffumsätze 
in der genannten Reihenfolge beliefen sich nach Ende der Reaktionszeit von zwei Stunden auf 
76 ± 0%, 66 ± 2%, 22 ± 9%, 4 ± 9% und 3 ± 12%, wobei relative Standardabweichungen der 
Mittelwerte berechnet wurden. In den nachfolgenden Zyklen wurde in den Reaktionssystemen 
deutlich weniger Produkt gebildet, insofern als nur noch die Auswertung der PE Experimente 
sinnvoll erschien. In den Batches zwei und drei reduzierten sich die Stoffumsätze beider 
Phänotyp-PE deutlich. Die PE mit Ganzzell-BAL gegenüber der freien BAL erzeugte doppelt 
so hohe Stoffumsätze von 41 ± 13% gegenüber 17 ± 5% im zweiten Zyklus und im dritten 
Zyklus 33 ± 5% gegenüber 16 ± 5%. Betrachtete man nun die Aktivitäten des Biokatalysators 
in den verschiedenen Experimenten, so wurden in der obig genannten Reihenfolge Aktivitäten 
von 105.920 ± 3.184 µmolmin-1g-1, 56.634 ± 1.774 µmolmin-1g-1, 9.647 ± 2.533 µmolmin-1g-1, 
3.836 ± 1.393 µmolmin-1g-1 und 1.939 ± 211 µmolmin-1g-1 erreicht. Im zweiten Batch konnte 
ein starker Einbruch auf 8% bis 25% der Ursprungsaktivität verzeichnet werden, wobei sich 
diese Tendenz im dritten Zyklus nicht so stark fortsetzte. Verglich man nun die Produktleistung 
der Systeme, so lagen die Phänotyp-PE mit ganzen Zelle und freier BAL sehr klar vor dem 
biphasischen System und dieses wiederum deutlich vor den mikroaquatischen Systemen mit 
ganzen Zellen und freiem Enzym. Die Werte für die volumetrischen bzw. katalytischen RZA 
betrugen für die Ganzzell-PE 16,1 ± 0,0 gL-1h-1 bzw. 227,1 ± 3,8 gProduktgProtein-1, für die freie 
BAL PE 14,1 ± 0,3 gL-1h-1 bzw. 191,7 ± 11,2 gProduktgProtein-1, für das biphasische System 
4,6 ± 0,4 gL-1h-1 bzw. 64,0 ± 5,8 gProduktgProtein-1, für das mikroaquatische System mit ganzen 
Zellen 0,8 ± 0,1 gL-1h-1 bzw. 11,0 ± 1,1 gProduktgProtein-1 und für das mikroaquatische System mit 
freier BAL 0,7 ± 0,1 gL-1h-1 bzw. 9,3 ± 0,9 gProduktgProtein-1. In Folge des Einbruchs der 
Aktivitäten im zweiten und dritten Biokatalysezyklus verzeichneten nur noch die PE-
Reaktionssysteme eine nennenswerte Produktleistung, wobei die Ganzzell-PE bei der 
volumetrischen RZA im zweiten und dritten Zyklus auf 42% bis 36% der Ursprungswerte 
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absank und die freie BAL PE in diesen Batches Werte von 20% und 23% annahm. Ähnlich sah 
es in den katalytischen RZA aus, wobei in vorher genannter Reihenfolge Werte von 55% und 
44% bzw. 25% und 24% der Ursprungswerte im ersten Batch erreicht wurden. In Auswertung 
der Biokatalyse-Kennzahlen (Abb. 3.3.2-3) in Relation zu den unterschiedlichen 
Biokatalysator-Phänotypen in den Reaktionssystemen zeigte sich die Ganzzell-BAL-PE am 
effizientesten und war signifikant leistungsfähiger als die PE mit freier lyophilisierter BAL. Die 
Anfangsaktivitäten des Enzyms in den Zellen waren um die Spannweite von 131 – 474% besser 
als bei dem Pendant mit freiem Enzym und gegenüber dem biphasischen System sogar 
436 – 1098% verbessert. In Bezug auf die RZA lagen die Werte in ähnlichen Bereichen, wobei 
diese gegenüber der Freies-Enzym-PE bei 115 – 257% und gegenüber dem 2-Phasensystem bei 
348 – 487% verbessert lagen. Die RZA-Einbußen im zweiten Batch lagen je nach 
Reaktionssystem zwischen 45 – 80%, wobei hier die Enzym-PE den stärksten Rückgang von 
75 – 80% verzeichnete und die Ganzzell-PE die geringsten mit 45 – 58%. Nicht nur, dass die 
BAL als Ganzzellkatalysator signifikant leistungsfähiger war, so konnte auch ein protektiver 
Effekt der Zellhülle gegenüber der Grenzflächentoxizität des CPME und dem deaktivierenden 
Effekt des Benzaldehyds bestätigt werden [47, 83, 237]. Die mikroaquatischen 
Reaktionssysteme mit beiden Phänotypen der BAL erzeugten unter gleichen 
Rahmenbedingungen so wenig Produkt, dass sie hier nicht weiter genannt werden sollen. 
 
3.3.3 Reduktionen via Alkoholdehydrogenasen 
Bei der Untersuchung der ADH-A und ihrem Verhalten in den Lösungsmitteln CPME, MeTHF 
und COD sowie der Implementierung der Phänotypen-Biokatalyse bei normierter Aktivität 
wurde analog zum Kapitel 3.3.2 verfahren. Nach diesen Untersuchungen wurde ein Screening 
kommerzieller ADH durchgeführt, um die breite Anwendbarkeit des Systems mit 
kommerziellen Produkten zu evaluieren. Zusätzlich zu diesen Untersuchungen sollte die 
Cofaktor-Regenerierung von NADH via Cosubstrat iso-Propanol untersucht werden. 
 
ADH-A: Biokompatibilität „grüner“ Lösungsmittel 
Alle LM bildeten fein verteilte w/o PE zu (Tab. 3.3.3-1), hierbei ergaben sich geringe 
Größenunterschiede im unteren einstelligen bis unteren zweistelligen Mikrometer-Bereich. 
MeTHF und COD etablierten konstante Tröpfchengrößen, die im gewichteten Mittel bei 
12 ± 1 µm und 23 ± 2 µm lagen. CPME verzeichnete im ersten und zweiten Batch 
Tröpfchengrößen von 17 ± 0 µm bzw. 22 ± 1 µm, wobei im dritten Batch ein Anstieg auf 
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54 ± 4 µm zu beobachten war. Die Sauter-Durchmesser verhielten sich konform zu den 
Tendenzen der Tröpfchendurchmesser und MeTHF sowie COD zeigten gewichtete Sauter-
Durchmesser von 22 ± 1 µm bzw. 38 ± 1 µm. CPME wiederum wies im Batch eins und zwei 
stabile d32 von 35 ± 2 µm und 40 ± 7 µm sowie einen Anstieg auf 218 ± 23 µm im dritten Batch 
auf. In Betrachtung der Substrat-Produkt-Konzentrationsverläufe in den drei LM zeigten sich 
im ersten Batch nur minimale Unterschiede (Abb. 3.3.3-1/A), wobei CPME nach vier Stunden 
den höchsten Stoffumsatz von 48,4 ± 1,6% generierte, gefolgt von MeTHF mit 44,3 ± 0,2% 
und letztendlich COD mit 42,4 ± 2,0%. Hierbei wurden die Standardabweichungen relativ zum 
Stoffumsatzmittelwert berechnet. Im zweiten Batch (Abb. 3.3.3-1/B) wurden die Unterschiede 
deutlicher, hierbei erreichte CPME mit einem Umsatz von 33,8 ± 3,6%. COD generierte einen 
Umsatz von 21,2 ± 15,7% und MeTHF 19,5 ± 13,0%. Nach den Umsatzeinbußen im zweiten 
Batch schienen sich diese im Dritten zu stabilisieren (Abb. 3.3.3-1/C) und lieferten bei gleicher 
Rangfolge der LM ähnliche Werte von 31,7 ± 0,3%, 28,5 ± 14,7% und 17,5 ± 6,5%.  
Tabelle 3.3.3-1: Tröpfchengrößenanalyse der w/o PE in den LM CPME, MeTHF und COD in drei 
aufeinanderfolgenden Batches. 120 mg HDK® H2000, dP: HEPES-Puffer 500 mM, pH 7,5, 
kP: Cyclopentylmethylether (CPME), 2-Methyltetrahydrofuran (MeTHF) und Cyclooctadien (COD), 
Phasenverhältnis 1. Zyklus 1:5, 2.-3. Zyklus 1:5,9. Reaktion: Reduktion von 400 mM Acetophenon mit 976,5 mM 
iso-Propanol Cosubstrat in biologischen Triplikaten. 





   
Z1 -1h 17 0 35 2 
Z3 -1h 22 1 40 7 
Z3 -3h 54 4 218 23 
  
  
d̅ [µm] 18 d̅32 [µm] 29 
interner Fehler [µm] 0 interner Fehler [µm] 0 
externer Fehler [µm] 2 externer Fehler [µm] 1 






Z1 -1h 12 0 23 2 
Z3 -1h 13 0 22 1 
Z3 -3h 8 1 19 2 
  
  
d̅ [µm] 12 d̅32 [µm] 22 
interner Fehler [µm] 0 interner Fehler [µm] 1 
externer Fehler [µm] 1 externer Fehler [µm] 1 






Z1 -1h 18 2 35 4 
Z3 -1h 24 1 38 1 
Z3 -3h 21 2 42 4 
  
  
d̅ [µm] 23 d̅32 [µm] 38 
interner Fehler [µm] 1 interner Fehler [µm] 1 
externer Fehler [µm] 2 externer Fehler [µm] 1 
 
Die ADH-A Aktivitäten binnen der ersten 30 Minuten der Reaktion (Abb. 3.3.3-1/D) standen 
scheinbar im Gegensatz zu den genannten Stoffumsätzen, da CPME im ersten und dritten Batch 
die geringsten Werte von 5.711 ± 322  µmolmin-1g-1 bzw. 2.440 ± 700  µmolmin-1g-1 aufwies. 
Lediglich im zweiten Batch war CPME durch die höchste Initial-Aktivität von 
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6.437 ± 1618 µmolmin-1g-1 gekennzeichnet. MeTHF und COD waren im ersten und dritten 
Batch gegenüber CPME durch annähernd doppelt bis dreifach höhere Aktivitäten 
charakterisiert. MeTHF wies Aktivitäten von 9.435 ± 323 µmolmin-1g-1 bzw. 
4.456 ± 278 µmolmin-1g-1 auf und COD ebenfalls sehr hohe Werte von 
9.801 ± 145 µmolmin-1g-1 im ersten Batch und 6.937 ± 1.676 µmolmin-1g-1 im dritten Batch. 
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Abbildung 3.3.3-1: Drei Lösungsmittel w/o PE zur Bestimmung von deren Biokompatiblität über die Reduktion 
von Acetophenon mittels ADH-A (2,064 gL-1 Protein). A-C: Edukt-Produkt-Konzentrationsverläufe von 
Biokatalyse-Zyklus 1-3 mit leeren/ gefüllten Symbolen für Edukt- bzw. Produktkonzentration. D: ADH-A-
Aktivität binnen 30 min Reaktionszeit, E: katalytische Raum-Zeit-Ausbeute- und F: volumetrische Raum-Zeit-
Ausbeute binnen 4 h für Produkt S-1-Phenylethanol pro Lösungsmittel und Biokatalyse-Zyklus 1-3. 120 mg HDK® 
H2000, dP: HEPES-Puffer 500 mM, pH 7,5, kP: Cyclopentylmethylether (CPME), 2-Methyltetrahydrofuran 
(MeTHF) und Cyclooctadien (COD), Phasenverhältnis 1. Zyklus 1:5, 2.-3. Zyklus 1:5,9. Reaktion: Reduktion von 
400 mM Acetophenon mit 976,5 mM iso-Propanol Cosubstrat und 1 mM NADH-Dinatriumsalz in biologischen 
Triplikaten. 
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Lediglich im zweiten Batch zeigten MeTHF und COD erniedrigte Aktivitäten gegenüber CPME 
von 2.018 ± 840 µmolmin-1g-1 und 4.084 ± 1.296 µmolmin-1g-1. Zur tatsächlichen Verifizierung 
der Produktleistung der w/o PE wurden die volumetrische und katalytischen RZA berechnet 
(Abb. 3.3.3-1/E&F). CPME, konform zu den Konzentrationsverläufen, zeigte hier die beste 
Produktivität als kP, da es eine volumetrische RZA von 5,9 ± 0,1 gL-1h-1 und eine katalytische 
RZA von 79,6 ± 1,2 gProduktgProtein-1 erreichte. MeTHF bzw. COD erreichten im ersten Batch nur 
91,6% bzw. 87,7% dieses Wertes. Im zweiten Batch erzielte CPME Werte, die bei 
4,1 ± 0,1 gL-1h-1 und 68,7 ± 2,5 gProduktgProtein-1 lagen. MeTHF und COD generierte nur 57,7% 
bzw. 62,7% der Produktleistung. Im dritten und letzten Zyklus wurden ähnliche Werte von 
3,9 ± 0,0 gL-1h-1 und 64,3 ± 0,2 gProduktgProtein-1 für die CPME PE berechnet. MeTHF und COD 
lagen nochmals unter diesen Werten und erzielten RZA, die 55,3% bzw. 89,8% der CPME-
Richtwerte erzielten. Die biokatalytische Auswertung (Abb. 3.3.3-1) zeigte COD und MeTHF 
im ersten Batch bei den Enzymaktivitäten klar vor CPME, im zweiten und dritten Batch 
änderten sich ohne klare Tendenz diese Rangfolgen mehrmals. In Folge dessen waren die 
katalytischen und volumetrischen RZA für die Beurteilung der Biokatalyse entscheidend. Hier 
lagen im ersten Batch alle drei LM sehr nah bei einander und CPME war lediglich 8 – 12% 
besser. Deutlicher wurde die bessere Biokompatibilität von CPME im zweiten Batch, wobei die 
Produktivität gegenüber COD und MeTHF um 37 – 42% erhöht lag. Im dritten Zyklus blieb 
dieser Unterschied zwischen CPME und MeTHF annähernd gleich und bei 45% liegend, jedoch 
minimierte sich dieser zwischen CPME und COD auf 10%. Zusätzlich konnte an Hand der 
vorliegenden Daten erfolgreich die Cofaktor-Regenerierung von 1 mM NADH über das 
Cosubstrat iso-Propanol im PE-System evaluiert werden. 
 
ADH-A: Phänotyp-Biokatalyse 
Dem vorangegangenem Lösungsmittel-Screening zu Grunde liegend, wurde für die Phänotyp-
PE und Reaktionssystem-Vergleiche CPME als kP ausgewählt. Die Biokatalyse wurde in drei 
konsekutiven Batches über je drei Stunden durchgeführt. Die genauen Rahmenbedingungen der 
Biokatalyse können der Abb. 3.3.3-2 entnommen werden. Die Experimente wurden 
anschließend einer makroskopischen Begutachtung unterzogen (Tab. 3.3.3-2).  
Nach neun Stunden Biokatalyse sah man drei hervorstechende Effekte (Tab. 3.3.3-2). Erste 
Beobachtung war die feine Verteilung des Biokatalysators in der w/o PE mit freier ADH-A lyo, 
den mikroaquatischen Systemen (MAq) mit ganzen Zellen und freier ADH-A lyo. Der zweite 
Effekt war eine Adsorption von weißen Zellbestandteilen an der Wand des Reaktionsgefäßes 
bei der w/o PE mit ganzen Zellen. Und als dritten Effekt konnte man eine klare Abgrenzung 
von kP und dP im biphasischen System (BP) als auch in der w/o PE mit ganzen Zellen erkennen, 
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wobei an der Interphase eine weiße Schicht, teils mehrere Millimeter stark, vorhanden war. 
Typischerweise stellen sich derartige Ablagerungen zumeist als denaturierte Proteine heraus, so 
auch hier. Eindeutiges Indiz war das BP, indem einzig die hitzegereinigte ADH-A als gelöste 
Komponente vorlag. die dieses Verhalten abbilden konnte. Auch die adsorbierten weißen 
Schlieren an der Wand des Falcongefäßes bei der Ganzzell-PE waren Proteinablagerungen aus 
lysierten E. coli Zellen. 
Tabelle 3.3.3-2: Makroskopische Darstellung der Reaktionssysteme mit verschiedenen Phänotypen des 
Biokatalysators ADH-A am Ende der Biokatalyse nach 9 h. PE: Pickering Emulsion, MAq: Mikroaquatisches 
System, BP: Biphasisches System. 
PE: ADH-A E. coli  PE: ADH-A lyo MAq: ADH-A E. coli  MAq: ADH-A lyo BP: ADH-A lyo 
     
Tabelle 3.3.3-3: Mikroskopische Darstellung der bioaktiven w/o PE mit Ganzzell-ADH-A und hitzegereinigter 
ADH-A als Enzympulver nach der Einschwingzeit von 1 h und am Ende der Biokatalyse nach 9 h, Skalenstrich: 
200 µm 
Experiment Cycle 1 – 1h Cycle 3 – 3h 
PE: ADH-A E. coli    
PE: ADH-A lyo   
 
Bei der mikroskopischen Begutachtung der Phänotyp-PE (Tab. 3.3.3-3) und der anschließenden 
Tröpfchengrößenauswertung (Tab. 3.3.3-4) wurde ersichtlich: Beide Phänotyp-PE präferierten 
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nach der Einschwingzeit von einer Stunde die Bildung von o/w/o PE. Über die Reaktionsdauer 
von neun Stunden fand für beide PE jedoch eine unterschiedliche Entwicklung statt. Hierbei 
entwickelte sich die PE mit der freien ADH-A lyo zu einer reinen w/o PE, hingegen invertierte 
die Ganzzell-PE zu Beginn des dritten Zyklus zur o/w PE. Die Inversion war unter dem 
Mikroskop sehr leicht an der Aufhellung der Tröpfchen zu erkennen, wobei die wässrige Phase 
Tabelle 3.3.3-4: Tröpfchengrößenanalyse der w/o PE in den LM CPME, MeTHF und COD in drei 
aufeinanderfolgenden Batches. 120 mg Stöber-TMODS-FITC-Partikel, dP: HEPES-Puffer 150/ 500 mM (freie 
ADH-A lyo/ Ganzzell-ADH-A), pH 7,5, kP: CPME, Phasenverhältnis 1. Zyklus 1:5, 2.-3. Zyklus 1:5,9. Reaktion: 
Reduktion von 400 mM Acetophenon mit 976,5 mM iso-Propanol Cosubstrat und 1 mM NADH-Dinatriumsalz in 
biologischen Triplikaten. 
PE-Phänotyp Batch dMW [µm] sd [µm] d32 MW [µm] sd32 [µm] 




Z1 -1h 59 1 101 10 
Z3 -3h 26 4 67 21 
  
  
d̅ [µm] 54 d̅32 [µm] 94 
interner Fehler [µm] 1 interner Fehler [µm] 9 
externer Fehler [µm] 12 externer Fehler [µm] 14 




   
Z1 -1h 112 18 212 31 
Z3 -3h 74 9 186 22 
 
d̅ [µm] 81 d̅32 [µm] 194 
interner Fehler [µm] 8 interner Fehler [µm] 18 
externer Fehler [µm] 15 externer Fehler [µm] 13 
 
durch die suspendierten 120 mg E. coli Zellen sehr dunkel gehalten war. Nichts desto weniger 
war über die Zeit in beiden Phänotyp-PE eine Abnahme der Tröpfchendurchmesser und Sauter-
Durchmesser detektierbar (Tab. 3.3.3-4). Durch die Inversion verkleinerten sich für die 
Ganzzell-PE die Durchmesser von 59 ± 1 µm auf 26 ± 4 µm und der Sauter-Durchmesser von 
101 ± 10 µm auf 67 ± 21 µm. In der PE mit der freien ADH-A waren diese Entwicklungen 
weniger stark ausgeprägt, hier verkleinerten sich die Mittelwerte von Durchmesser und Sauter-
Durchmesser von 112 ± 18 µm auf 74 ± 9 µm bzw. von 212 ± 31 µm auf 186 ± 22 µm. Beide 
PE präferierten zwar erneut die Bildung von PE des Typs o/w/o (Tab. 3.3.3-3), jedoch waren 
die Tröpfchen der dispergierten CPME-Phase in der PE mit freiem Enzym deutlich größer und 
sprudelten, ähnlich zur Kohlensäure in einem Glas Mineralwasser, an der Oberfläche der 
wässrigen Phase heraus. Hingegen trat dies bei der Ganzzell-PE nicht ein. Die Gründe für die 
Phasenumkehr bei der Ganzzell-PE zu Beginn des dritten Katalyse-Zyklus lagen eindeutig an 
der Zugabe des Cosubstrates iso-Propanol mit 976,5 mM, was einer Zugabe von 8 Vol.-% 
gegenüber der kP und 6 Vol.-% im Gesamtsystem entsprach. Natürliche iso-Propanol-
Produzenten wie Clostridium acetobutylicum oder C. beijerinckii generieren diesen Stoff in 
Maximalkonzentrationen bis 10 mM bevor er zytotoxisch wird [238]. In wässrigen Lösungen 
durchdringen Alkohole die Bakterienzellwand und denaturieren unspezifisch deren Proteine, 
wobei die geschwächten bzw. toten Zellen dann lysieren. Ebenfalls wurde beschrieben, dass 
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Alkohole in Kombination mit anderen Detergenzien diese noch wirksamer machen [239]. In 
Anlehnung an die beobachteten Ereignisse in den Reaktionssystemen erschien es logisch, dass 
die Kombination aus iso-Propanol und CPME zu einer beschleunigten Zelllyse und zur 
Freisetzung von E. coli Zellbestandteilen und deren Proteinen führte. Das Übermaß an 
amphiphilen grenzflächenaktiven Proteinen bzw. „Enzym-Partikeln“ (vgl. Kap. 3.2.13) aus 
120 mg Zelltrockenmasse  in der wässrigen Phase negierte den Effekt der hydrophoben Silicat-
NP und führte nach 6,5 Stunden Biokatalyse schließlich zur Phasenumkehr in eine o/w PE. 
Hinsichtlich der genannten Phasenumkehr in der Ganzzell-PE nach 6,5 Stunden (dritter Batch), 
wurden in den Konzentrationsverläufen von Substrat und Produkt (Abb. 3.3.3-2/A bis C) in den 
ersten zwei Batches noch keine Effekte sichtbar. Wie auch im vorherigen Abschnitt 3.3.2 zeigte 
die Ganzzell-PE am Ende der Reaktionsdauer in beiden Batches den höchsten Stoffumsatz von 
19,5 ± 0,7% bzw. 13,7 ± 1,4%. Dahinter liegend wurde im biphasischen System im ersten 
Zyklus der zweithöchste Stoffumsatz von 15 ± 0,6% berechnet, gefolgt von der PE mit freier 
ADH-A lyo und einem Umsatz von 14,4 ± 0,1%. Die Rangfolge beider Systeme kehrte sich im 
zweiten Batch um und es wurden Stoffumsätze von 10,4 ± 0,3% bzw. 9,9 ± 0,3% ermittelt. Im 
dritten Zyklus und nach erfolgter Phasenumkehr der Ganzzell-PE wurde die Rangfolge der 
Stoffumsätze noch einmal verändert. In Folge dessen setzte die PE mit freier ADH-A vor dem 
biphasischen System mit freier ADH-A und der Ganzzell-PE 11,2 ± 7,4% und die beiden 
anderen Reaktionssystem 9,8 ± 0,2% und 6,0 ± 0,8% um. Die Stoffumsätze der 
mikroaquatischen Systeme im Ganzzell- und freies Enzym-Phänotyp lagen im ersten Zyklus 
bei 3,3 ± 0,0% bzw. 2,2 ± 0,2% und brachen ab dem zweiten Zyklus komplett ein. In Revision 
der drei konsekutiven Batches und den erreichten Aktivitäten binnen der ersten 15 Minuten 
dominierte die Ganzzell-PE mit Aktivitäten von 375 ± 110 µmolmin-1g-1, 
259 ± 144 µmolmin-1g-1 und 378 ± 204 µmolmin-1g-1. An zweiter Position befand sich die PE 
mit freier ADH-A und relativen Aktivitäten gegenüber der Ganzzell-PE von 35,9% und pro 
Batch auf 13,2% stetig abnehmend. Erwähnenswert war, dass über alle drei Batches das 
biphasische System gleichbleibende gewichtete Aktivitäten von 21,3 ± 2,6 µmolmin-1g-1 
aufwies. In den ersten zwei Zyklen erreichte das mikroaquatische System mit freier ADH-A 
11,6% bzw. 12,1% der Ganzzell-PE-Aktivität, bevor es im dritten Batch auf das Niveau des 
biphasischen Systems absank. Für das mikroaquatische System mit ganzen Zellen geschah dies 
bereits nach dem ersten Batch und endete in einer relativen Aktivität von 15,0% der Ganzzell-
PE. Die drei leistungsstärksten Systeme in Bezug auf die Produktbildung konnten aus den 
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Abb. 3.3.3-2/E&F identifiziert werden. Die Ganzzell-PE, PE mit freier ADH-A sowie das 
biphasische System mit freier ADH-A wiesen in allen drei Batches die höchsten RZA auf. 
Hierbei lag in den ersten beiden Zyklen die Ganzzell-PE mit Werten von 
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Abbildung 3.3.3-2: w/o PE mit freier ADH-A und ganzen Zellen im Benchmark gegenüber Reaktionssystemen 
auf dem heutigen Stand der Technik auf 18,028 U pro Experiment normiert. A-C: Edukt-Produkt-
Konzentrationsverläufe von Biokatalyse-Zyklus 1-3 mit leeren/ gefüllten Symbolen für Edukt- bzw. 
Produktkonzentration. D: ADH-A-Aktivität binnen 15 min Reaktionszeit, E: katalytische Raum-Zeit-Ausbeute- 
und F: volumetrische Raum-Zeit-Ausbeute binnen 3 h für Produkt S-1-Phenylethanol pro Reaktionssystem und 
Biokatalyse-Zyklus 1-3. 120 mg Stöber-TMODS-FITC-Partikel, dP: HEPES-Puffer 150/ 500 mM (freie ADH-A/ 
Ganzzell-ADH-A), pH 7,5, kP: CPME, Phasenverhältnis 1. Zyklus 1:5, 2.-3. Zyklus 1:5,9.  I: w/o PE mit 
Ganzzell-ADH-A, II: w/o PE mit freier ADH-A, III: mikroaquatisches System mit Ganzzell-ADH-A, IV: 
mikroaquatisches System mit freier ADH-A, V: biphasisches Reaktionssystem mit freier ADH-A. Reaktion: 
Reduktion von 400 mM Acetophenon mit 976,5 mM iso-Propanol Cosubstrat und 1 mM NADH-Dinatriumsalz in 
biologischen Triplikaten. 
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3,2 ± 0,1 gProduktgProtein-1 bzw. 2,1 ± 0,2 gProduktgProtein-1 und 2,3 ± 0,1 gL-1h-1 bzw. 
2,0 ± 0,2 gL-1h-1 klar an erster Stelle. Die PE als auch das biphasische System mit freiem Enzym 
unterschieden sich nur minimal in ihren RZA, sodass diese zusammengefasst werden konnten 
und im Mittel 75,2 ± 2,5% der Resultate für die Ganzzell-PE betrugen. Die Phasenumkehr kurz 
nach Beginn des dritten Zyklus sorgte dann für eine Verschiebung der RZA zu Gunsten der PE 
mit freiem Enzym als auch des biphasischen Systems, wobei diese nun bei 
1,8 ± 0,0 gProduktgProtein-1 und 1,6 ± 0,0 gL-1h-1 für die PE mit freiem Enzym und bei 
1,3 ± 0,1 gProduktgProtein-1 sowie 1,4 ± 0,0 gL-1h-1 für das biphasische System lagen. Die Ganzzell-
PE erzielte lediglich Werte von 1,0 ± 0,0 gProduktgProtein-1 sowie 0,9 ± 0,1 gL-1h-1. Während die 
Ganzzell-PE in Anbetracht der Enzymaktivitäten auch bei der ADH-A die höchsten Werte 
generierte und die PE mit freiem Enzym an zweiter Position stand, lieferten die 
mikroaquatischen Reaktionssysteme zumindest im ersten Batch höhere Aktivitäten als die 
biphasische Kontrolle. Das mikroaquatische System mit freier ADH-A positionierte sich in 
allen drei Batches vor dem 2-Phasensystem. Dennoch wiesen die RZA in eine andere Richtung, 
in Folge dessen die w/o PE mit ganzen Zellen und freier ADH-A sowie das biphasische System 
klar die besseren Werte aufwiesen. Im ersten und zweiten Batch lieferte die PE mit Ganzzell-
ADH-A gegenüber allen anderen Systemen verbesserte RZA, die in einem Bereich von plus 
22 – 28% lagen. Lediglich im dritten Batch und der erwähnten Phasenumkehr übertrafen dann 
die PE und das 2-Phasensystem mit freier ADH-A die PE mit ganzen Zellen in den RZA um 
30 – 88%.  Anzumerken sei hier, dass nicht die dispergierte organische Phase beprobt wurde, 
sondern lediglich die nicht dispergierte organische Phase. Durch die Phasenumkehr hatte diese 
nun eine sehr viel kleinere Kontaktfläche mit der biokatalysatorhaltigen Phase gemein, sodass 
eine Diffusionslimitierung aufgrund der geringen reaktiven Oberfläche und folglich der 
Einbruch der RZA für die Ganzzell-PE resultierte. 
  
Screening kommerzieller Alkoholdehydrogenase-Formulierungen 
Abschließend wurde kommerziell erhältliche ADH der Firma c-LEcta GmbH und die 
biokatalytische w/o PE Implementierung als Einfachversuch gescreent, um die Anwendbarkeit 
dieser Produkte diesem Reaktionssystem zu demonstrieren. Vorhergehend wurden die Produkte 
biochemisch untersucht und Kerndaten wie Proteingehalt und Aktivität in wässrigem Milieu 
ergänzend zu den Herstellerangaben ermittelt (Tab. 3.3.3-5). Binnen der 24 Stunden 
Biokatalyse setzte ADH-39 9,1%, ADH-74 8,3%, ADH-78 7,1%, ADH-102 2,9%, 
ADH-97 2,2% und ADH-82 0,7% des Acetophenons zum korrespondierenden 
enantiomerenreinen Alkohol, (R/S)-1-Phenylethanol, um. Keine der ADH erreichte in diesem 
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ADH-39 NADH 10% >99% (R) 40,9 249 
ADH-74 NADPH 20% >99% (S) 37,5 n.d. 
ADH-78 NADH 10% >99% (R) 23,9 457 
ADH-82 NADH 20% >99% (R) 9,6 362 
ADH-97 NADH 50% >99% (R)  24,0 274 
ADH-102 NADH 50% >99% (R) 23,5 656 
 
Zeitraum das Reaktionsgleichgewicht, verdeutlicht durch den stetigen Anstieg der 
Produktkonzentration innerhalb des Messzeitraums (Abb. 3.3.3-3/A). Die Aktivitäten binnen 
der ersten Stunde der Reaktion im ersten Zyklus (Abb. 3.3.3-3/B) lagen für die ADH-78 bei 
38,6 µmolmin-1g-1, ADH-39 bei 33,14 µmolmin-1g-1, ADH-74 bei 32,69 µmolmin-1g-1, 
ADH-102 bei 14,56 µmolmin-1g-1, ADH-97 bei 10,55 µmolmin-1g-1 und für die ADH-82 bei 
6,52 µmolmin-1g-1. Gegenüber dem wässrigen Aktivitätstest sanken die Aktivitäten der ADH 
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Abbildung 3.3.3-3: Screening von sechs ADH (Nr. 39 – 102) aus c-LEcta ADH-Kollektion in w/o PE A: Produkt-
Konzentrationsverläufe- B: ADH-Aktivitäten binnen 1 h Reaktionszeit im Biokatalyse-Zyklus 1, C: katalytische 
Raum-Zeit-Ausbeute- und D: volumetrische Raum-Zeit-Ausbeute binnen 24 h für Produkt (R/S)-1-Phenylethanol 
pro ADH und Biokatalyse-Zyklus 1-4. 120 mg Stöber-TMODS-FITC-Partikel, dP: KPi-Puffer 50 mM, pH 7,55, 
kP: Cyclopentylmethylether (CPME), Phasenverhältnis 1. Zyklus 1:5, 2-4 Zyklus 1:5,9. Reaktion: Reduktion von 
250 mM Acetophenon mit 649 mM iso-Propanol Cosubstrat und 1 mM Cofaktor NADH/NADPH. 
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im PE-Reaktionssystem um 87% für die ADH-39, bis 98% bei der ADH-82 und der ADH-102 
(Tab. 3.3.3-5 und Abb. 3.3.3-3/B). Die RZA wurden über vier konsekutive Batches zu je 
24 Stunden ermittelt, um die Langzeitstabilität und -produktivität der ADH im PE-System 
abzubilden (Abb. 3.3.3-3/C&D). Für die drei stabilsten ADH, ADH-78, -39 und -82, wurden 
katalytische RZA von 6,24 gProduktgProtein-1, 4,59 gProduktgProtein-1 bzw. 2,57 gProduktgProtein-1 im 
ersten Batch festgestellt. Mit jeder Rezyklierung sanken diese für die ADH-78 und -39 um 28% 
bis 39% ab. In Folge dessen wurden im dritten Batch für beide Enzyme nur noch Werte von 
2,75 gProduktgProtein-1 bzw. 1,96 gProduktgProtein-1 erreicht. Die ADH-82 zeigte ein anderes Verhalten, 
wobei im zweiten Zyklus ebenfalls ein Absinken des Wertes auf 1,10 gProduktgProtein-1, im dritten 
Batch jedoch ein Anstieg auf 2,63 gProduktgProtein-1 registriert wurde. Die ADH-39 zeigte als 
einzige ADH im vierten Zyklus noch Produktbildung (Abb. 3.3.3-3/ C&D). Aus 
Abb. 3.3.3-3/A bis D zeigte sich: Alle ADH der c-LEcta Kollektion verfügten über ein 
biokatalytisches Potenzial in w/o PE, wobei jedoch die katalytischen RZA für einige Vertreter 
mit fortschreitender Rezyklierung um teilweise 89% einbrachen. Sehr ähnlich verhielt sich auch 
die volumetrische RZA (Abb. 3.3.3-3/D), hierbei wurden lediglich Werte von 48,9 mgL-1h-1 für 
die ADH-39, 38,9 mgL-1h-1 für die ADH-78 und sogar nur 6,4 mgL-1h-1 für die ADH-82 im 
ersten Batch erzielt. Im zweiten und dritten Batch sanken bei allen Vertretern die Werte und 
erreichten im dritten Durchlauf 20,9 mgL-1h-1 ADH-39, 17,1 mgL-1h-1 ADH-78 und ADH-82 
6,8 mgL-1h-1. Im vierten Batch zeigte einzig die ADH-39 noch eine volumetrische RZA von 
2,2 mgL-1h-1. In diesem Screening konnte verdeutlicht werden, dass 100% der getesteten ADH 
genutzt werden konnten, um im PE-System Biokatalyse durchzuführen. Anzumerken sei, dass 
alle ADH der Firma c-LEcta GmbH Schenkungen waren, die aus Restbeständen stammten. Die 
Applikation im PE-System war zwar mit horrenden Einbußen von 87 – 98% in den 
Enzymaktivitäten und geringen RZA verbunden, jedoch konnte die breite Anwendbarkeit 




Transaminasen sind wertvolle Biokatalysatoren und werden seit einigen Jahren stark erforscht. 
Für die enantiomerenreine Synthese von β-Aminosäuren und Pharmazeutika sowie deren 
Vorläufer wurden Transaminasen zumeist nur in wässrigen Puffersystemen eingesetzt [49, 50, 
54, 214]. Die wenigen Literaturquellen in denen Transaminase-Biokatalysen in 2-Phasen-
systemen implementiert wurden, dienten einzig dem Versuch, Reaktionsprodukte oder 
inhibierende Nebenprodukte in die organische Phase zu extrahieren [64, 240]. Eine Biokatalyse 
mit Transaminasen in w/o PE ist in der Literatur bis zum jetzigen Zeitpunkt nicht beschrieben, 
sodass erste wissenschaftliche Untersuchungen hier unternommen wurden. Eine geeignete 
Transaminase (ATA) wurde über eine entsprechende Recherche ermittelt und die Wahl fiel auf 
die ω-Transaminase aus dem Stamm Chromobacterium violaceum DSM30191 (Cv-ATA). Die 
Cv-ATA zeichnet sich durch ein breites Substratspektrum für Aminodonoren und -akzeptoren 
aus, hierbei liegt das pH-Optimum der (S)-selektiven Cv-ATA bei 8,5 bis 9 [63, 241]. Des 
Weiteren ist das Enzym stabil gegenüber hohen Salzkonzentrationen, Co-Solvenzien wie 
DMSO sowie kurzkettigen Alkoholen und verfügt über eine hohe Thermostabilität bis zu 
80,4 °C [69, 242]. Aufgrund dieser Rahmenparameter erscheint sie als geeigneter Kandidat für 
die Implementierung einer Biokatalyse im PE-System.  
Cv-ATA: Biokompatibilität „grüner“ Lösungsmittel 
Erneut wurde ein Biokatalyse-Screening der LM CPME, MeTHF und COD unter den 
Standardbedingungen vorgenommen und die entstandenen w/o PE einer Tröpfchen-
größenanalyse (Tab. 3.3.4-1) unterzogen. Über den Testzeitraum von drei Batches zu je zwei 
Stunden wurden die Tröpfchengrößen über den gesamten Zeitraum als stabil beobachtet, in 
Folge dessen die Angaben der gewichteten Durchmesser und Sauter-Durchmesser ausreichend 
waren. CPME etablierte w/o PE mit einem d̅ von 18 ± 2 µm und d̅32 von 67 ± 7 µm. MeTHF 
produzierte ebenfalls vergleichbare Durchmesser mit d̅ bei 21 ± 1 µm und d̅32 bei 57 ± 6 µm 




Tabelle 3.3.4-1: Tröpfchengrößenanalyse der w/o PE in den LM CPME, MeTHF und COD in zwei 
aufeinanderfolgenden Batches. 120 mg HDK® H2000, dP: TEA-Puffer 150 mM, pH 7,5, 
kP: Cyclopentylmethylether (CPME), 2-Methyltetrahydrofuran (MeTHF) und Cyclooctadien (COD), 
Phasenverhältnis 1. Zyklus 1:5, 2.-3. Zyklus 1:5,9. Reaktion: Desaminierung  von 100 mM rac-1-Phenylethylamin 
mit 100 mM Pyruvat Cosubstrat in biologischen Triplikaten. 





   
Z1 -1h 16 3 39 7 
Z2 -1h 17 2 70 2 
Z3 -2h 23 3 68 9 
  
   
d̅ [µm] 18 d̅32 [µm] 67 
interner Fehler [µm] 1 interner Fehler [µm] 2 
externer Fehler [µm] 2 externer Fehler [µm] 7 





   
Z1 -1h 21 3 89 47 
Z2 -1h 22 1 64 18 
Z3 -2h 19 2 55 6 
  
   
d̅ [µm] 21 d̅32 [µm] 57 
interner Fehler [µm] 1 interner Fehler [µm] 6 
externer Fehler [µm] 1 externer Fehler [µm] 3 






Z1 -1h 31 1 68 4 
Z2 -1h 25 2 57 4 
Z3 -2h 27 3 59 7 
  
  
d̅ [µm] 29 d̅32 [µm] 62 
interner Fehler [µm] 1 interner Fehler [µm] 3 
externer Fehler [µm] 2 externer Fehler [µm] 4 
In der folgenden Biokatalyse waren bereits im ersten Batch sehr große Unterschiede zwischen 
den LM erkennbar. In den Substrat-Produkt-Konzentrationsverläufen (Abb. 3.3.4-1/A bis C) 
erfolgte bereits nach 30 Minuten Katalyse für die LM CPME und COD ein Abflachen der 
Kurvenverläufe, wobei nach zwei Stunden Biokatalyse COD einen Stoffumsatz von 
19,5 ± 0,9% und CPME von 14,6 ± 0,4% generierten. MeTHF hingegen ließ fast keinen 
Stoffumsatz durch den Biokatalysator zu, in Folge dessen lediglich ein Umsatz von 0,8% 
registriert wurde. Im zweiten und dritten Zyklus der Biokatalyse wurden in allen drei LM keine 
nennenswerten Substratmengen umgesetzt. Die Konzentrationsverläufe wurden durch die 
ermittelten Aktivitäten (Abb. 3.3.4-1/D) exakt widergespiegelt. COD wies die höchste 
Enzymaktivität mit 1334 ± 2,6 µmolmin-1g-1 aus und CPME lag bei 793 ± 32 µmolmin-1g-1. Die 
Aktivität, binnen der ersten 30 Minuten, für MeTHF wurde mit 58 ± 3 µmolmin-1g-1 bestimmt. 
Im zweiten und dritten Zyklus brachen die Aktivitäten ebenfalls ein, hierbei wurden lediglich 
27 ± 4 µmolmin-1g-1 bis 7 ± 4 µmolmin-1g-1 für CPME und COD erreicht. Für MeTHF wurden 
die Aktivitäten mit dem Wert von Null bestimmt. Die RZA (Abb. 3.3.4-1/E&F) im ersten 
Zyklus waren nur in Bezug auf CPME und COD erwähnenswert, wobei COD mit Werten von 
5,2 ± 0,2 gProduktgProtein-1 und 1,2 ± 0,1 gL-1h-1 an erster Stelle lag. CPME erreichte RZA von 
3,9 ± 0,1 gProduktgProtein-1 und 0,9 ± 0,0 gL-1h-1.  
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Die Applikation der Cv-ATA in den drei LM verlief deutlich uneffektiver als bei den vorherigen 
Enzymvertretern. Im LM-Screening wurden für alle drei LM nahezu identische Werte in den 
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Abbildung 3.3.4-1: Drei Lösungsmittel w/o PE zur Bestimmung der Biokompatiblität für Cv-ATA (4 gL-1 Protein). 
A-C: Edukt-Produkt-Konzentrationsverläufe von Biokatalyse-Zyklus 1-3 mit leeren/ gefüllten Symbolen für 
Edukt- bzw. Produktkonzentration. D: Cv-ATA-Aktivität binnen 30 min Reaktionszeit-, E: katalytische Raum-
Zeit-Ausbeute- und F: volumetrische Raum-Zeit-Ausbeute binnen 2 h für Produkt Acetophenon pro Lösungsmittel 
und Biokatalyse-Zyklus 1-3. 120 mg HDK® H2000, dP: TEA-Puffer 150 mM, pH 7,5, kP: Cyclopentylmethylether 
(CPME), 2-Methyltetrahydrofuran (MeTHF) und Cyclooctadien (COD), Phasenverhältnis 1. Zyklus 1:5, 
2.-3. Zyklus 1:5,9. Reaktion: Deaminierung von 100 mM rac-1-Phenylethylamin mit 100 mM Pyruvat Cosubstrat 
in biologischen Triplikaten. 
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waren in der Literatur 95 – 100% Umsatz publiziert, die in den w/o PE nicht realisierbar waren 
und für COD bei 78 – 82% und für CPME bei 58 – 62% des publizierten Optimums lagen [63]. 
Generell waren für COD im ersten Batch die Aktivität um 41% und die RZA um 25% höher als 
für CPME. MeTHF deaktivierte das Enzym bereits sehr früh, was für die Anfälligkeit des 
Biokatalysators in Bezug auf Grenzflächen-Deaktivierung sprach. Die Realisierung des 
publizierten Stoffumsatzes für die Zielreaktion kam in allen drei LM nicht zu Stande, da das 
Enzym vorher inaktiviert wurde (Abb. 3.3.4-1). Die Verifizierung dieser Aussage erfolgte im 
zweiten und dritten Zyklus, indem das System neu mit Substrat und Cosubstrat bestückt wurde, 
in der Biokatalyse jedoch nur noch vernachlässigbare Kennzahlen realisiert wurden. In der 
Literatur wird in Bezug auf die Nutzung von ω – ATA oft von Substrat- und Produktinhibierung 
gesprochen. So werden diverse Grenzkonzentrationen der generierten Ketone genannt, wobei 
entstehendes Acetophenon und Pyruvat als stärkste Inhibitoren genannt werden. Auch ist die 
Auswahl der entsprechenden Substrat-Cosubstrat-Kombination von äußerster Wichtigkeit für 
die erfolgreiche Transaminierung. Die Wahl von  rac-1-Phenylethylamin als guter Amindonor 
mit Pyruvat als sehr guter Aminakzeptor ermöglichte eine kurzanhaltende Transaminierung in 
erhöhten millimolaren Konzentrationen [61, 63, 242, 243]. Trotz des breiten Substratspektrums 
des Enzyms, der hervorragenden Stabilitäten und Vortests in wässrigem Milieu gelang es nicht 
in w/o PE die eigentlichen Zielreaktionen zu realisieren [63, 69, 242]. Die Cv-ATA war sehr 
anfällig für Grenzflächendeaktivierung, in Folge derer ein schneller Rückgang der 
Produktbildung, binnen 30 Minuten bis 1 Stunde, verzeichnet wurde und sie für dieses 
Reaktionssystem ungeeignet erschien [244]. 
 
Cv-ATA: Phänotyp-Biokatalyse – Herstellung von Acetophenon 
Die Wahl des LM fiel erneut auf CPME, um die Biokatalyse mit verschiedenen Phänotypen der 
Cv-ATA durchzuführen. In diesem Abschnitt wurde auf die Untersuchung eines 
mikroaquatischen Systems verzichtet, da die Ergebnisse aus dem vorhergehenden 
Kapiteln 3.3.2 und 3.3.3 eine biokatalytische Unwirksamkeit dieses Reaktionssystems in 
Kombination mit der Cv-ATA vermuten ließen. Folglich wurden PE mit den verschiedenen 
Phänotypen der Cv-ATA gegenüber dem biphasischen System mit freiem Enzym verglichen. 
Als weitere Folge der bereits erzielten Ergebnisse wurde die Reaktionsdauer auf drei Stunden 
erhöht sowie auf zwei konsekutive Batches vermindert. Die mikroskopische Begutachtung der 
PE in Tab. 3.3.4-2 zeichnete ein sehr unterschiedliches Bild der entstandenen Phänotypen-PE. 
Die Ganzzell-PE wies sich durch sehr viele, sehr kleine Tröpfchen und vereinzelten größeren 
aus, wohingegen die PE mit freiem Enzym eher größere Tröpfchen zeigte. Hinsichtlich der 
statistischen Auswertung der Einzeldurchmesser in der Tröpfchengrößenanalyse in Tab. 3.3.4-3 
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konnte der visuelle Eindruck bestätigt werden. Über den gesamten Reaktionszeitraum waren 
die Mittelwerte der Durchmesser stabil, sodass die gewichteten Durchmesser für die ganzen 
Zellen 7 ± 1 µm und für das freie Enzym 16 ± 1 µm betrugen. Nach der System-Einschwingzeit 
von einer Stunde zeigten die Sauter-Durchmesser für beide PE Größen von 13 ± 1 µm bzw. 
42 ± 5 µm und eine leichte Größenzunahme zum Reaktionsende mit 29 ± 14 µm für die 
Ganzzell-PE und 147 ± 22 µm für die PE mit freier Cv-ATA.  
Tabelle 3.3.4-2: Mikroskopische Darstellung der bioaktiven w/o PE mit Ganzzell-ADH-A und hitzegereinigter 
Cv-ATA als Enzympulver nach der Einschwingzeit von 1 h und am Ende der Biokatalyse nach 6 h, Skalenstrich: 
20 µm bzw. 200 µm 
Experiment Zyklus 1 – 1h Zyklus 2 – 3h 
PE: Cv-ATA E. coli   
PE: Cv-ATA lyo   
   
Tabelle 3.3.4-3: Tröpfchengrößenanalyse der w/o PE in den LM CPME, MeTHF und COD in zwei 
aufeinanderfolgenden Batches. 120 mg HDK® H2000, dP: TEA-Puffer 150 mM, pH 7,5, 
kP: Cyclopentylmethylether (CPME), 1. Zyklus 1:5, 2. Zyklus 1:5,9. Reaktion: Desaminierung  von 100 mM 
rac-1-Phenylethylamin mit 100 mM Pyruvat Cosubstrat in biologischen Triplikaten. 
PE-Phänotyp Batch dMW [µm] sd [µm] d32 MW [µm] sd32 [µm] 
Cv-ATA E. coli  Z1 -1h 5 1 13 1 
Z3 -2h 7 0 29 14 
  
   
d̅ [µm] 7 d̅32 [µm] 14 
interner Fehler [µm] 0 interner Fehler [µm] 1 
externer Fehler [µm] 1 externer Fehler [µm] 2 
PE-Phänotyp Batch dMW [µm] sd [µm] d32 MW [µm] sd32 [µm] 
Cv-ATA lyo Z1 -1h 15 2 42 5 
Z3 -2h 16 1 147 22 
  
   
d̅ [µm] 16 d̅32 [µm] 48 
interner Fehler [µm] 1 interner Fehler [µm] 5 




Betrachtete man die Biokatalyse mit der Cv-ATA (Abb. 3.3.4-2/A bis E), so zeigte sich erneut 
die Tendenz, dass die Ganzzell-PE bei normierter Enzymaktivität das leistungsstärkste 
Reaktionssystem abbildete und bereits nach 30 Minuten einen Stoffumsatz von 20,5 ± 0,2% 
erzielte. Zum selben Zeitpunkt lagen die PE und das biphasische System mit freier Cv-ATA bei 
14,2 ± 0,0% und 13,4 ± 0,5% (Abb. 3.3.4-2/A). Gegen Ende der Reaktionsdauer generierten 
alle drei Systeme einheitliche Stoffumsätze, die sich nur in der Nachkommastelle unterschieden 
und im gewichteten Mittel bei 22,2 ± 0,2% lagen. Im zweiten Zyklus (Abb. 3.3.4-2/B) flachten 
die Substrat-Produkt-Kurven stark ab, wobei die PE mit ganzen Zellen nach drei Stunden noch 
einen Substratumsatz von 6,7 ± 0,3% zeigte, die PE mit freier Cv-ATA bei 2,7 ± 0,1% und das 
biphasische System bei 2,3 ± 0,2% lagen. Die Aktivitäten binnen der ersten 15 Minuten der 
Bioreaktion zeigten ebenfalls eine klare Tendenz in Richtung der Ganzzell-PE, die 
909 ± 7 µmolmin-1g-1 gegenüber 632 ± 2 µmolmin-1g-1 für die PE mit freier Cv-ATA und 
597 ± 22 µmolmin-1g-1 für das biphasische System mit freiem Enzym generierte. Im zweiten 
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D E C 
Abbildung 3.3.4-2: w/o PE mit freier Cv-ATA und ganzen Zellen im Benchmark gegenüber einem 
2-Phasensystem auf 18,028 U pro Experiment normiert. A-B: Edukt-Produkt-Konzentrationsverläufe von 
Biokatalyse-Zyklus 1 und 2 mit leeren/ gefüllten Symbolen für Edukt- bzw. Produktkonzentration. C: Cv-ATA 
Aktivität binnen 15 min Reaktionszeit-, D: katalytische Raum-Zeit-Ausbeute- und E: volumetrische Raum-Zeit-
Ausbeute binnen 3 h für Produkt Acetophenon pro Reaktionssystem und Biokatalyse-Zyklus 1 und 2. 120 mg 
Stöber-TMODS-FITC-Partikel, dP: HEPES-Puffer 150 mM (freie Cv-ATA/ Ganzzell-Cv-ATA), pH 7,5, 
kP: CPME, Phasenverhältnis 1. Zyklus 1:5, 2. Zyklus 1:5,9. I: w/o PE mit Ganzzell-Cv-ATA, II: w/o PE mit freier 
Cv-ATA, III: biphasisches Reaktionssystem mit freier Cv-ATA. Reaktion: Desaminierung von 100 mM 
rac-1-Phenylethylamin mit 100 mM Pyruvat Cosubstrat in biologischen Triplikaten. 
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Zyklus verminderten sich die Aktivitäten auf 207 ± 30 µmolmin-1g-1, 31 ± 16 µmolmin-1g-1 und 
28 ± 5 µmolmin-1g-1. Die RZA (Abb. 3.3.4-2/D&E) waren für alle drei Experimente im ersten 
Batch identisch und lagen gewichtet bei 3,6 ± 0,0 gProduktgProtein-1 und 0,9 ± 0,0 gL-1h-1. 
Lediglich im zweiten Zyklus waren Unterschiede zu verzeichnen, hierbei die Ganzzell-PE 
deutlich vor den Batches mit freier Cv-ATA positionierte und Werte von 2,3 ± 0,1 gProduktgProtein-1 
und 0,3 ± 0,0 gL-1h-1 erzeugte. Die katalytischen und volumetrischen RZA der beiden anderen 
Experimente wurden als zusammengefasst und betrugen 0,5 ± 0,0 gProduktgProtein-1 sowie 
0,1 ± 0,0 gL-1h-1. Die Ganzzell-PE zeigte dieses Mal erneut die besten Aktivitäten, jedoch 
waren die RZA im veranschlagten Zeitraum von drei Stunden im ersten Zyklus bei allen 
Reaktionssystemen gleich. Lediglich den zweiten Biokatalyse-Zyklus, konnte erneut die 
Ganzzell-PE für sich entscheiden, wobei gegenüber den Pendants die Aktivität der Ganzzell-PE 
um 85 – 87% und die RZA in einem Bereich von 58 – 80% verbessert lagen. Ein 
enzymprotektiver Effekt der E. coli Zellhülle wurde abermals bestätigt. Jedoch schützte er nur 
begrenzt vor der Inaktivierung des Enzyms durch das LM bzw. der Grenzfläche. 
3.4 Bioaktive w/o Pickering Emulsionen: Mehrschritt-Synthesen 
Der Einsatz von Biokatalysatoren in Mehrschritt-Reaktionen, vor allem in sogenannten One-
Pot-Synthesen, gelten als Stand der Technik und werden oft als das Ziel für „effektive und 
grüne“ Biokatalyse definiert [231, 232, 245–247]. In der Synthesechemie stellen sich jedoch 
auch Reaktionswege dar, die One-Pot nicht durchgeführt werden können, da sich zu starke 
Nebenreaktionen abzeichnen oder sich adverse Effekte gegenüber den Biokatalysatoren durch 
die Gesamtzusammensetzung einstellen können [248–250]. Letzteres ist in der Regel während 
der Literaturrecherche nicht evaluierbar und es obliegt dem Experimentator die richtige 
Zusammenstellung und Prozessführung herauszufinden. Im folgenden Kapitel wurde die 
Mehrschritt-Reaktion von ATA und BAL fokussiert und sowohl One-Pot- als auch in 
modularisierter Mehrschritt-Reaktion ausgeführt. 
3.4.1 One-Pot-Biokatalyse gegen modularisierte Mehrschritt-Chemo-Biokatalyse  
Die One-Pot-Mehrschritt-Biokatalyse via ATA (1,38 U) und BAL (194,71 U) umfasste folgende 
Reaktionsschritte: Im ersten Schritt sollte das Substrat Benzylamin durch die 
Aminotransaminase desaminiert werden und Pyruvat als Amino-Akzeptor dienen. Im zweiten 
Schritt wurde mit der BAL die Carboligation des entstehenden Benzaldehyds zum (R)-Benzoin 
fokussiert. Aufgrund der hohen Aktivität der BAL aus den vorherigen Experimenten 
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(Kap. 3.3.2) wurde angenommen, dass gebildetes Benzaldehyd zum Großteil in das gewünschte 
Produkt umgesetzt würde und die Nebenreaktion, die autokatalytische Iminbildung zum 
N-Benzyl-1-phenylmethanimin (NBPMI),  eine untergeordnet Rolle spielen würde. Betrachtet 
man nun die Reaktionsverläufe an Hand der Substrat-Produkt-Konzentrationen 
(Abb. 3.4.1-1/A&B), so sieht man, dass binnen der Acht-Stunden-Reaktion die Nebenreaktion 
zum korrespondierenden NBPMI bevorzugt stattfand. Alle Experimente lieferten im ersten 
Reaktionsschritt die gleiche gewichtete theoretische Ausbeute von 50,0 ± 0,9% NBPMI, wobei 
die Kurvenverläufe bis zum Reaktionsende einen stetigen Nebenprodukt-Anstieg zeigten 
(Abb. 3.4.1-1/A). In Folge dessen standen für den zweiten Reaktionsschritt nur geringe Mengen 
Benzaldehyd zur Verfügung. Die Spannweite der gemessenen Benzaldehydkonzentrationen im 
zweiten Biokatalyse-Schritt lagen zwischen 1,4 ± 0,2 mM bis 9,6 ± 0,9 mM, sodass nach acht 
Stunden die theoretischen Ausbeuten ebenfalls sehr niedrig und im gewichteten Mittel bei 
2,3 ± 0,2% lagen. Die Enzymaktivitäten binnen der ersten zwei Stunden der Biokatalyse 
(Abb. 3.4.1-1/C) wurden für die PE mit den genutzten Transaminasen ATA-47 und ATA-82-P 
bei 380 ± 183 µmolmin-1g-1 bzw. 494 ± 51 µmolmin-1g-1 bestimmt. Die biphasischen 
Experimente zeigten leicht erhöhte Aktivitäten für beide Enzyme von 507 ± 84 µmolmin-1g-1 
bzw. 856 ± 46 µmolmin-1g-1. In Bezug auf die BAL-Aktivitäten waren sehr niedrige Aktivitäten 
feststellbar, die im Falle der PE-Experimente für die BAL-47 bei 107 ± 49 µmolmin-1g-1 bzw. 
183 ± 56 µmolmin-1g-1 für die BAL-82-P lagen. In den biphasischen Pendants zeigten beide 
Aktivitäten verringerte Werte von 81 ± 24 µmolmin-1g-1 sowie 68 ± 94 µmolmin-1g-1. Die 
katalytischen RZA (Abb. 3.4.1-1/D) für die Nebenreaktion zu NBPMI im ersten 
Biokatalyseschritt waren trotz der unterschiedlichen Reaktionssysteme bei sehr ähnlichen 
Werten. Diese wurden zu gewichteten Mittelwerten für ATA-47 mit 50,2 ± 2,1 gProduktgProtein-1 
und für ATA-82-P bei 34,5 ± 1,4 gProduktgProtein-1 zusammengefasst. Noch näher lagen die 
volumetrischen RZA (Abb. 3.4.1-1/E) aller ATA-Experimente, die gewichtet auf 
1,0 ± 0,0 gL-1h-1 berechnet wurden und lediglich die ATA-47 in der PE-Anwendung um 9% 
höher lagen. Die BAL generierte in allen Experimenten gewichtet 0,8 ± 0,0 gL-1h-1 Produkt. 
Unterschiede zeigte die BAL jedoch bei den katalytischen RZA (Abb. 3.4.1-1/D), wobei sich 
die PE-Experimente vor den biphasischen Ansätzen platzierten und für die BAL-47 mit 
5,5 ± 0,2 gProduktgProtein-1 bzw. 4,3 ± 0,4 gProduktgProtein-1 berechnet wurden. Die BAL-82-P zeigte 
für die PE mit 6,0 ± 0,8 gProduktgProtein-1 und für das biphasische System bei 
5,3 ± 0,1 gProduktgProtein-1 eine ähnliche Tendenz.  
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Hinsichtlich der Produktivität für das Zielmolekül (R)-Benzoin wurde nun die Mehrschritt-
Reaktion in der Prozessführung so optimiert, dass jeder Reaktionsschritt in einem eigenen 
Modul, hier ein gerührter Batch-Reaktor, stattfand und in drei konsekutive Schritte unterteilt 
wurde. Der erste Schritt bestand wie im vorherigen Abschnitt aus der Desaminierung von 
Benzylamin, welches wiederum zum NBPMI Nebenprodukt reagierte und als Maß für die ATA-
Kennzahlen diente. Im zweiten Modul wurde das NBPMI in salzsaurem Milieu (1,2 M) in die 
Einzelmoleküle Benzaldehyd und protoniertes Benzylamin via hydrolytischer Spaltung zerlegt 
[251]. Das Benzaldehyd reagierte im dritten Modul in einer Carboligation via BAL zum 
Zielmolekül (R)-Benzoin. 
Die modularisierte Dreischritt-Reaktion wurde wiederum bei normierten Aktivitäten von 
11,04 U ATA und 584,13 U BAL sowie in Anwesenheit von 1,2 M Salzsäure im zweiten Modul 
durchgeführt. Ein Blick in die Substrat-Produkt-Konzentrationsverläufe (Abb. 3.4.1-2/A) 
zeigte, dass binnen fünf Stunden Reaktionszeit mit der modularisierten Reaktionsführung die 
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Abbildung 3.4.1-1: One-Pot w/o PE mit ATA-47 bzw. ATA-82-P in Kombination mit BAL auf 1,38 U ATA und 
194,71 U BAL pro Experiment normiert. A-B: Edukt-Produkt-Konzentrationsverläufe von Biokatalyse-Schritt 1 
und 2 mit leeren/ gefüllten Symbolen für Edukt- bzw. Produktkonzentration. C: ATA- und BAL-Aktivität binnen 
2 h Reaktionszeit. D: katalytische Raum-Zeit-Ausbeute- und E: volumetrische Raum-Zeit-Ausbeute binnen 24 h 
für Produkte N-Benzyl-1-phenylmethanimin (NBPMI) und (R)-Benzoin pro One-Pot-Reaktionsansatz in 
biologischen Triplikaten. 180 mg Stöber-TMODS-FITC-Partikel, dP: TEA-Puffer 250 mM, pH 8, kP: CPME, 
Phasenverhältnis 1:3, BP: Biphasisches System, PE: Pickering Emulsion. Reaktion: 200 mM Benzylamin und 
200 mM Pyruvat zu (R)-Benzoin. 
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theoretische Ausbeute an NBPMI für die ATA-82-P und für die PE am höchsten bei 67,4 ± 9,0% 
sowie für das biphasische System bei 51,6 ± 4,3% lag. Trotz der normierten Aktivität erreichte 
die ATA-47 nur theoretische Ausbeuten von 40,1 ± 1,9% als PE bzw. 32,9 ± 1,5% im 
biphasischen System. Alle Kurvenverläufe zeigten bis zum Reaktionsende stetig steigende 
Verläufe. Die sauer-hydrolytische Spaltung des Nebenprodukts im zweiten Reaktionsschritt 
erreichte für jedes Experiment Vollumsatz, sodass auf eine bildliche Darstellung verzichtet 
wurde. Die Umwandlung von Benzaldehyd in (R)-Benzoin via BAL (Abb. 3.4.1-2/B) zeigte 
sehr unterschiedliche Kurvenverläufe. Für die PE mit BAL-82-P war bereits nach 15-minütiger 
Reaktion das Gleichgewicht der Reaktion bei 63,6 ± 4,2% theoretischer Ausbeute erreicht. 
Hingegen war für die BAL-47 in PE in dieser Zeitspanne die stärkste Produktbildung und bis 
zum Reaktionsende ein leichter Anstieg auf die höchste theoretische Ausbeute mit 67,4 ± 6,6% 
nachweisbar. Die biphasischen Pendants zeigten weniger Produktbildung und wurden mit 
41,7 ± 3,7% für BAL-82-P und 39,2 ± 3,1% für die BAL-47 bestimmt. Hinsichtlich der 
Aktivitäten der Enzyme (Abb. 3.4.1-2/C) wurden in den PE-Experimenten für alle Enzyme die 
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Abbildung 3.4.1-2: Modularisierte Dreischritt-Reaktionsführung von w/o PE mit ATA-47 bzw. ATA-82-P in 
Kombination mit BAL auf 11,04 U ATA und 584,13 U BAL pro Experiment normiert. A-B: Edukt-Produkt-
Konzentrationsverläufe von Biokatalyse-Schritt 1 und 3 mit leeren/ gefüllten Symbolen für Edukt- bzw. 
Produktkonzentration. C: ATA- und BAL-Aktivität binnen 30 und 15 min Reaktionszeit. D: katalytische Raum-
Zeit-Ausbeute- und E: volumetrische Raum-Zeit-Ausbeute binnen 5 und 3 h für Produkte NBPMI & (R)-Benzoin 
pro One-Pot-Reaktionsansatz im biologischen Triplikaten. 480 und 120 mg Stöber-TMODS-FITC-Partikel, 
dP: TEA-Puffer 250 mM, pH 7,5 (ATA), pH 8 (BAL), kP: CPME, Phasenverhältnis 1:2 (ATA) und 1:5 (BAL). 
Reaktion: 400 mM Benzylamin und 200 mM Pyruvat zu (R)-Benzoin. 
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höchsten Aktivitäten ermittelt. Die ATA-82-P wies eine Aktivität von 3.856 ± 232 µmolmin-1g-1 
und die ATA-47 von 2.380 ± 114 µmolmin-1g-1 auf, während die Experimente im biphasischen 
System für diese Enzyme in 570 ± 13 µmolmin-1g-1 und 735 ± 118 µmolmin-1g-1 lieferten. 
Ähnliches Aktivitätsverhalten zeigte auch die BAL. Hier wurde die höchste Aktivität für die 
BAL-82-P in der PE mit 42.404 ± 1.945 µmolmin-1g-1 und im biphasischen System auf 
10.605 ± 5.136 µmolmin-1g-1 bestimmt. Die BAL-47 erreichte Werte von 
27.758 ± 960 µmolmin-1g-1 im PE-System und 6.225 ± 1116 µmolmin-1g-1 im biphasischen 
System. Auch im Bereich der RZA entstanden deutliche Verbesserungen, als auch Unterschiede 
gegenüber der One-Pot-Reaktionsführung der Biokatalyse. Die katalytischen RZA 
(Abb. 3.4.1-2/D) wurden abermals von der ATA-82-P in Kombination mit der BAL als PE 
angeführt und lagen für die ATA bei 92,4 ± 6,6 gProduktgProtein-1 sowie für die BAL bei 
129,5 ± 4,4 gProduktgProtein-1. An zweiter Stelle folge das PE-System mit ATA-47 und BAL, 
welches Werte von 80,3 ± 3,6 gProduktgProtein-1 und 108,2 ± 12,5 gProduktgProtein-1 generierte. Die 
biphasischen Systeme zeigten geringere RZA, die für die ATA-82-P und BAL bei 
71,0 ± 2,8 gProduktgProtein-1 und bei 95,1 ± 7,0 gProduktgProtein-1 lagen. Das biphasische System von 
ATA-47 und BAL zeigte im Ergebnis 65,9 ± 5,7 gProduktgProtein-1 bzw. 56,3 ± 5,5 gProduktgProtein-1. 
Auch in den volumetrischen RZA waren die biphasischen Experimente etwas weniger 
leistungsfähig als ihre PE-Gegenstücke. Die PE mit der ATA-82-P und BAL verwirklichten eine 
Produktivität von 4,3 ± 0,3 gL-1h-1 NBPMI und 2,7 ± 0,1 gL-1h-1 (R)-Benzoin, wobei ihre 
biphasische Alternative Werte von 3,3 ± 0,1 gL-1h-1 NBPMI und 2,0 ± 0,1 gL-1h-1 (R)-Benzoin 
generierte. Die ATA-47 und BAL PE generierten 2,6 ± 0,1 gL-1h-1 Zwischenprodukt und 
2,3 ± 0,3 gL-1h-1 Produkt, wobei das 2-Phasensystem in gleicher Konstellation 2,1 ± 0,2 gL-1h-1 
und 1,2 ± 0,1 gL-1h-1 NBPMI und (R)-Benzoin herstellte. Die Modularisierung der 
Mehrschrittreaktion führte letztendlich zur erfolgreichen Bildung des Zielmoleküls. Die 
Inhibierung der ATA durch hohe Konzentrationen von entstehendem Keton, in diesem Fall 
Benzaldehyd konnte in der One-Pot- als auch modularisierten Prozessführung über die 
automatische Bildung des Nebenproduktes NBPMI umgangen werden. Bis zum Ende des 
ersten Syntheseschrittes stieg die Nebenproduktkonzentration noch stetig und der theoretische 
Vollumsatz, begrenzt durch die Menge an Pyruvat als Aminakzeptor in der dP, hätte durchaus 
erreicht werden können. Auch hier spielte die Wahl des Aminodonor- und - akzeptorpaares für 
die Transaminierung eine entscheidende Rolle. Benzylamin als Donor und Pyruvat als Akzeptor 
waren für die Triebkraft der Reaktion gut geeignet [63, 242]. Hingegen verlief die Bildung des 
Nebenproduktes konträr zur Erwartungshaltung. In der Literatur ist zwar die Bildung von 
Iminen aus Aldehyden und primären Aminen beschrieben, die meisten gezielten 
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Reaktionsabläufe jedoch unter Erwärmen, Reflux oder leicht saurer Katalyse stattfanden [248, 
249, 252]. Die sauer hydrolytische Spaltung ab pH-Werten von 6,4, wie sie in der Literatur für 
Benzalanilin beschrieben ist, hätte die Biokatalysatoren im One-Pot unweigerlich inhibiert, da 
die optimierten pH-Werte für beide Enzyme in einem Bereich von 7,5 – 8 lagen [253]. Hier 
eröffnete die Modularisierung der einzelnen Reaktionsschritte den einzig rationalen 
Lösungsweg für die Herstellung von (R)-Benzoin aus Benzylamin. Jedes der Enzyme konnte 
nahe seines pH-Optimums operieren, als auch die sauer hydrolytische Spaltung des 
Nebenprodukts bei 1,2 M Salzsäure vorgenommen werden. Zeitgleich verteilte sich das 
protonierte Edukt nahezu vollständig in die wässrige Phase. Der einzig entdecke Makel dieser 
Prozessführung war, dass im zweiten Reaktionsschritt der sauer hydrolytischen Spaltung die 
Ionenstärke der dP anscheinend zu hoch war. Durch die hohe Ionenstärke waren die 
hydrophoben Silicat-NP nicht mehr von der dP benetzbar, in dessen Folge sich keine PE 
ausbildete und die Reaktion für alle Experimente in einem gerührten 2-Phasensystem stattfand. 
4 Bioaktive w/o Pickering Emulsionen als Reaktionssystem für 
Biokatalysen: Zusammenfassung & Bewertung 
Es wurden drei Silicon-Zusammensetzungen auf ihre Benetzbarkeit mit Wasser und 
KPi-Puffern getestet, die folgend in drei Typen kategorisiert werden konnten: hydrophobes 
Silicon mit Θ > 103° (hoSil), amphiphiles Silicon mit 53° ≤ Θ ≤ 70° (ampSil) und hydrophiles 
Silicon mit Θ < 5° (hiSil). Alle drei Silicone wurden erfolgreich eingesetzt, um eine große 
Bandbreite von anorganischen und organischen Nano-, Mikro- und Naturstoffpartikeln zu 
beschichten. Hierbei kam es durch den Herstellungsprozess zur Aggregation der Partikel. Um 
der einhergehenden Korngrößen-Erhöhung entgegen zu wirken, wurde eine Homogenisierung 
der modifizierten Partikel via Zahnkranzdispergierer (Ultra Turrax) und Ultraschall für Silicat- 
und Magnetitpartikel erfolgreich evaluiert und optimiert. Bei den genannten Partikeln wurde 
eine sehr wirksame Korngrößenverkleinerung verzeichnet. Die Zerstörung der 
„siliconverklebten“ Aggregate via Zahnkranzdispergieren hatte vermutlich zur Folge, dass die 
entstandene Partikel-Spezies nur noch teilweise mit dem Silicon behaftet war und dadurch auf 
der Partikel-Oberfläche über einen hydrophoben und hydrophilen Bereich verfügte. In der 
Literatur wird ein derartiger Aufbau Janus- bzw. Janus-ähnliche Partikel genannt und diese 
adsorbieren an Grenzflächen bis zu dreimal stärker als Partikel mit einer homogen hydrophoben 
Oberfläche [146, 254, 255]. Diese Partikel-Spezies absorbieren über einen größeren 
Kontaktwinkelbereich von 0° < Θ < 180° stark an der Grenzfläche, wohingegen homogene 
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Partikel ein Optimum bei Θ = 90° Benetzungswinkel aufweisen [144, 146, 254]. Im 
nachfolgenden Partikel-Screening (Kap. 3.1.5) konnten siliconbeschichtete anorganische und 
organische Nano-, Mikro- und Naturstoffpartikel für die Etablierung von w/o PE genutzt 
werden. Es kristallisierte sich heraus: Die Coleaszenzstabilität der w/o PE 
(Tab. 3.1.5-4 und 3.1.5-5) war generell besser, wenn die Partikel mit hoSil (Θ > 103°) bzw. 
ampSil (53° ≤ Θ ≤ 70°) beschichtet wurden, was auf Grund der besseren Benetzung mit LM 
und damit Ausrichtung an der Grenzschicht erklärbar war. Jedoch stabilisierten auch hiSil-
beschichtete Partikel (Θ < 5°) w/o PE. Eine genaue Aussage warum dies geschieht, kann nur 
theoretisch zugrunde gelegt werden, da keine Benetzungswinkelmessungen mit Lösungsmitteln 
durchgeführt wurden. So war das hiSil zwar komplett mit Wasser benetzbar, bestand jedoch zu 
18 Gew.-% aus sehr hydrophobem D-Siloxan und zu 82 Gew.-% aus dem Vernetzer 
C3-PEG400. In Folge dessen wäre dieses Polymer ebenfalls gut mit organischem Lösungsmittel 
und das überzogene Partikelmaterial sehr gut mit Wasser, aber schwer mit Lösungsmittel 
benetzbar (Abstoßung). Wäre nun aus einem sehr hydrophilen Nanopartikel wie 
Montmorillonit oder Zirkon(IV)-oxid ein Silicon-Janus-Partikel kreiert, würde sich dieser mit 
dem siliconüberzogenen Bereich an der Lösungsmittel-Wasser-Grenze trotzdem zum 
Lösungsmittel orientieren. Durch die hohen Adsorptionsenergien von Janus-Partikeln an der 
Grenzfläche könnte nun trotzdem eine Stabilisierung von Emulsionströpfchen erfolgen [254]. 
Einige Naturstoffpartikel wie Keratin-Partikel, insbesondere aber Bacillus subtilis Sporen, 
zeigten ein sehr gutes Vermögen auch ohne Modifikationen w/o PE zu stabilisieren 
(Tab. 3.2.2-2). Beide Partikeltypen bestanden ausschließlich aus Proteinen, die von Natur aus 
einen amphiphilen Charakter aufweisen, da sie aus hydrophoben, neutralen, sauren und 
basischen Aminosäuren zusammengesetzt sind. So bestand das Haar zu 90% seiner 
Trockensubstanz aus Proteinen, wobei 29,3 ± 0,7 mol-% auf hydrophobe Aminosäuren 
entfallen [256]. Artverwandte Partikelspezies, Keratin-Partikel aus Wolle und 
Lycopodium clavatum Sporen wurden in der Literatur bereits als Stabilisatoren für o/w PE 
beschrieben [150, 225]. Als kritischer Parameter für die erfolgreiche Stabilisierung von PE 
muss die Korngröße der Partikel (Kap. 3.1.4 und Kap. 3.1.5) angesehen werden. Partikel im 
niedrigen µm-Bereich konnten stabile PE erzeugen, indem sie sich in ausreichender Zahl an der 
Grenzfläche anlagerten, Lösungsmittelmoleküle verdrängten und so die Oberflächenspannung 
ausreichend senkten. Größere Partikel zum Beispiel Polyethylen-Partikel, d ≤ 50 µm sowie 
Keratinpartikel mit Korngrößen ≤ 400 µm erfüllten diese Bedingungen nicht und in Folge 
dessen wurden keine stabilen w/o PE gebildet.  
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Die Silikonbeschichtung von Nano-, Mikro- und Naturstoffpartikeln stellt ein sehr einfaches 
und universelles Verfahren dar, hydrophile Partikel hinsichtlich ihres Einsatzes für 
w/o Pickering Emulsionen zu modifizieren. Einzig die resultierende Partikelaggregation und 
damit Korngrößenzunahme scheinen diese Methode etwas zu limitieren. Aus technischer Sicht 
wäre die Herstellung beschichteter Partikel über Sprühtrocknung die Methode der Wahl, um 
Partikelaggregation und Korngrößenzunahmen zu minimieren. 
w/o Pickering Emulsionen wurden mit einer großen Anzahl von Lösungsmitteln etabliert. Im 
Lösungsmittel-Screening (Kap. 3.2.1) waren unter definierten Rahmenbedingungen 12 von 18 
Lösungsmitteln in der Lage stabile w/o PE zu bilden. Hierbei galt die Regel, dass beide 
Flüssigkeiten nicht miteinander mischbar sein dürfen nur bedingt. Innerhalb der drei 
bestbewerteten Lösungsmittel, Cyclopentylmethylether, Toluol und 2-Methyltetrahydrofuran, 
wies das 2-Methyltetrahydrofuran bei Raumtemperatur eine Wasserlöslichkeit von 14 Gew.-% 
auf, bildete aber feinverteilte, sehr stabile PE. Basierend auf ihren divergenten physiko-
chemischen Eigenschaften (A3.2.1-1) waren die genannten drei Vertreter in der Lage eine große 
Bandbreite an Substraten in hoher Bioverfügbarkeit zu lösen und dadurch unter industriellen 
Parametern w/o PE-Biokatalysen zu fahren.  
Im Folgenden wurde der Effekt von drei gelösten Lipasen in verschiedenen Konzentrationen 
auf den mittleren Tröpfchendurchmesser und Sauter-Durchmesser untersucht (Kap. 3.2.2). Die 
Zugabe von Protein löste einen bemerkenswert starken Effekt auf die finalen Tröpfchengrößen 
der dispergierten Phase und die Stabilität der PE aus (Abb. 3.2.2-1/A&B). Bereits in sehr 
geringen Konzentrationen von 0,1 gLdP-1 Lipase wurden die mittleren Durchmesser um 21% 
(CALA) bis 40% (LipTLL) verkleinert, wobei dieser Effekt bei der Bestimmung der Sauter-
Durchmesser einen noch größeren Einfluss ausübte und hier eine Verringerung der mittleren 
d32 von 55% (CALA) bis 63% (CALB und LipTLL) ermittelt wurde. Hinsichtlich der Erhöhung 
der Enzymkonzentration um das 10-fache führte zu einer weiteren Verkleinerung der 
Durchmesser um Werte zwischen 68% ≤ d ≤ 84% bzw. 75% ≤ d32 ≤ 90% gegenüber der 
Referenz. Die finale Erhöhung der Enzymkonzentration auf einen Wert von 5 gLdP-1, das 50-
fache der Startkonzentration, sorgte in zwei von drei Fällen für instabile Ergebnisse. Nur CALA 
war direkt nach der Herstellung in der Lage eine stabile w/o PE zu etablieren. Hierbei lagen die 
Tröpfchengrößen bei d = 19% bzw. d32 = 11% gegenüber der Referenz. Durch die Inkubation 
im Rührkesselreaktor erfolgte eine Vergrößerung der Tröpfchendurchmesser um das 1,5- bis 
14,8-fache und 2,7- bis 6,0-fache in Bezug auf die mittleren Sauter-Durchmesser. Die 
gravierendsten Änderungen waren für die LipTLL Experimente feststellbar. Bei einer 
Proteinkonzentration von 5 gLdP-1 konnte CALB erst durch das Rühren im Reaktor eine w/o PE 
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ausbilden, wohingegen dies der LipTLL nicht gelang. Hinsichtlich des Effektes von gelöstem 
Protein in einer w/o PE, können durch die genannten Ergebnisse folgende Aussagen getroffen 
werden: Gelöstes Protein hatte bis zu einer für das Protein charakteristischen Konzentration 
einen positiven, verkleinernden Effekt auf die Tröpfchengrößen von w/o PE. Auch wurde die 
Stabilität gegenüber PE ohne Protein signifikant erhöht. Betrachtete man die erwähnten Lipasen 
auf molekularer Ebene (Kap. 1.1.2) so wurde schnell klar, Lipasen könnten in ihrer nativen 
Struktur als amphiphile grenzflächenaktive Nanopartikel mit Abmaßen von 3 · 4 · 5 nm für 
CALB und CALA sowie 3.5 · 4.5 · 5 nm für die LipTLL angenommen werden [10, 179]. Unter 
dieser Annahme Enzyme wären globuläre, amphiphile und grenzflächenaktive Nanopartikel, 
im Weiteren kurz „Enzym-Partikel“, erscheint es logisch, dass an der Grenzfläche 
synergistische Effekte zusätzlich der eingesetzten Nanopartikeln ausgelöst werden können. 
Dennoch wurden ebenso destabilisierende Effekte bei einer Überdosierung (5 gLdP-1) der 
Vertreter CALB und LipTLL beobachtet, die ebenfalls auf mikroskopischer und molekularer 
Ebene erklärt werden konnten. Verglich man die Hydrophilie-Plots beider Enzyme 
(Abb. 1.1.2/B&C) so wurde schnell klar, augenscheinlich verfügte LipTLL über sehr viel mehr 
hydrophile Aminosäuren auf der Oberfläche als CALB. Während des Rührens konnten sich im 
zeitlichen Verlauf die CALB-Moleküle an der Grenzfläche entsprechend ausrichten und mit den 
hydrophoben Silicat-NP final eine w/o PE entstehen lassen. Hingegen war LipTLL von den drei 
Enzymen am hydrophilsten, sodass die logische Konsequenz eine Konkurrenz zu den 
hydrophoben Silicat-Partikeln war. Die hohe Konzentration der LipTLL mit 5 gLdP-1 sorgte 
dafür, dass die hydrophilen „Enzym-Partikel“ an der Grenzfläche überwogen und deshalb keine 
w/o PE entstehen konnte. Diese Schlussfolgerung konnte auch mit Hilfe der Literatur bestärkt 
werden: hydrophile Partikel präferieren bei den dafür geeigneten Phasenverhältnissen o/w PE 
[146, 150]. Die letztendliche Proteinkonzentration in w/o PE war somit als Rahmenbedingung 
mit sehr starkem Effekt einzustufen. 
Als weiterer Faktor für die erfolgreiche Herstellung von PE wurden in der Literatur die 
eingesetzten Nanopartikel genannt. Eine Tröpfchengrößenabnahme mit zunehmender 
Partikelkonzentration wurde beschrieben, als auch drei Partikel-Regime von teilweise besetzter 
bis hin zu gesättigt besetzter Grenzfläche definiert [140, 149, 226, 229]. Sowohl die Ermittlung 
des mittleren Tröpfchendurchmessers als auch des Sauter-Durchmessers (Kap. 3.2.3) konnten 
für lipasebeladene w/o PE die Literaturangaben bestätigt werden. Direkt nach der Herstellung 
sowie im Rührkesselreaktor für 24 h sorgte eine erhöhte Partikelkonzentration für kleinere 
Durchmesser (Abb. 3.2.3-1/A&B). Jedoch nahmen die detektierbaren Unterschiede der 
resultierenden Tröpfchengrößen gegenüber der Referenz ohne Proteinkomponente zwischen 
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den Regimen deutlich ab. Grund hierfür war, dass Lipasen im nativen Zustand als „Enzym-
Partikel“ eingestuft werden konnten, die an der Grenzfläche entweder in Synergie oder 
Konkurrenz zu den hydrophoben Silicat-NP treten. Bei einer Beladung mit 1 gLdP-1 Lipase 
zeigten alle drei Lipasen einen synergistischen Effekt gegenüber den Partikeln, sodass im 
Gesamtsystem bei verschiedenen Partikelkonzentrationen deren direkter Grenzflächeneffekt 
geringer ausfiel. Hieraus ableitend wurde die Partikelkonzentration als Parameter mit mittlerem 
Einfluss kategorisiert. 
Die Applikation von w/o PE für biosynthetische Zwecke erforderte die Erfüllung essentieller 
Kriterien, hierbei waren die Enzymmenge als auch die Bioverfügbarkeit der Substrate für die 
resultierende Produktleistung des Systems ausschlaggebend [76, 245]. Am Anfang dieses 
Kapitels wurden bereits drei LM evaluiert, die in hoher Bioverfügbarkeit ein weites Spektrum 
Substrate zu lösen vermögen, sodass die Untersuchung der enzymbeladenen dispergierten 
Phase in verschiedenen Phasenverhältnissen als einfaches Element der 
Enzymmengensteuerung durchgeführt wurde (Kap. 3.2.4). Bereits vorhergehende 
Forschungsergebnisse wiesen einen ansteigenden Tröpfchendurchmesser bei ansteigendem 
Phasenverhältnis nach [145]. Dieser Effekt war direkt nach der Herstellung der PE nur bei 
einem Experiment für CALA beobachtbar (Abb. 3.2.4-1/A&B), wobei die Spannweite gerade 
einmal bei 25 µm lag. In den proteinfreien Kontrollen, als auch bei den Ansätzen mit CALB 
und LipTLL traten gegenteilige Ergebnisse auf. In jedem dieser Experimente erfolgte eine 
Normalisierung der mittleren Durchmesser sowie Sauter-Durchmesser, wobei die maximalen 
mittleren Fehler der gewichteten Durchmesser zwischen 4% und maximal 20% lagen. Dennoch 
konnte herausgefunden werden, dass bioaktive w/o PE bei dP-Phasenverhältnissen über 
20 Vol.-% sehr stark emulgieren und eine Durchmischung des Systems sowie das Produkt-DSP 
erschwert würde. Für die biokatalytische Nutzung sollten bevorzugt Phasenverhältnisse von 
10 – 20 Vol.-% dP Anwendung finden. 
Stellte man w/o PE mittels Rotor-Stator-Dispergier-System (Zahnkranzdispergierer) her, 
konnten die applizierten Drehzahlen als Anhaltspunkt der systemzugeführten Energie 
(Kap. 3.2.5) genutzt werden. Gegenüber der Literatur, in der durch Zunahme der eingetragenen 
Energie die Tröpfchengröße abnimmt [257], war keine eindeutige Ableitung aus den 
Ergebnissen in Kap. 3.2.5 möglich. Vielmehr ergab sich aus der Abb. 3.2.5-1/A&B, dass PE 
beim Einsatz verschiedener Drehzahlen des Zahnkranzdispergierers entweder sofort ein 
Optimum der Tröpfchengrößen, CALA Ansätze, eingestellten oder zunächst ein gewisser 
Grenzwert der applizierten Drehzahl überschritten werden musste, um dann gleichbleibend 
kleine Tröpfchen zu etablieren, CALB und LipTLL. Als Fazit aus diesen Experimenten wäre 
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eine applizierte Drehzahl von 12k bis 16k rpm die beste Wahl, um bioaktive w/o PE mit 
möglichst kleinen Durchmessern herzustellen. 
Fasste man die ermittelten Tröpfchendurchmesser und Sauter-Durchmesser zu den Test-
zeitpunkten für Referenzen und bioaktive PE als gewichtete Mittelwerte Abb. 4-1 zusammen, 
so wurde sehr deutlich, dass die zugegeben Lipasen einen positiven Effekt auf die Verringerung 
der Tröpfchengrößen in einer w/o PE hatten. Gegenüber der Referenz verkleinerten sich die 
gewichteten Durchmesser für CALA, CALB und LipTLL um 80%, 84% bzw. 91%, als auch 
die gewichteten Sauter-Durchmesser um 90%, 92% und 31%. An Hand dieser Werte konnte 
eindeutig die Aussage getroffen werden, dass sich die Lipasen CALA und CALB, die sich in 
ihren molekularen Oberberflächencharakteristika, vor allem im Hydrophilie-Plot, sehr ähnlich 
waren in w/o PE auch annähernd gleiche Tröpfchengrößen mit gleicher Polydispersität 
produzierten. Hingegen erzeugten LipTLL „Enzym-Partikel“ mit ihrer Oberflächen-
Hydrophilie zwar auf den ersten Blick kleinere gewichtete Tröpfchendurchmesser, jedoch bei 
den Sauter-Durchmessern einen sehr viel höheren Endwert. Dadurch konnte eine sehr viel 
stärkere Polydispersität bestätigt werden. Die Lipasen erzeugten also einen positiven Effekt im 
Standardsystem, jedoch war dieser unterschiedlich stark ausgeprägt und von den molekularen 
Charakteristika des Enzyms abhängig. Enzyme mit einer hydrophoberen 
Oberflächencharakteristik begünstigten die Ausbildung von feinverteilten, stabilen w/o PE mit 
geringer Polydispersität. 
Im weiteren Verlauf der Untersuchungen wurde nun die biochemische Charakterisierung des 
Reaktionssystems fokussiert (Kap. 3.2.6 – 3.2.8). Hierbei wurden Fragen nach Einflüssen des 
Herstellungsverfahrens, der Vergleich des konventionellen 2-Phasensystems mit den bioaktiven 
w/o PE sowie der Einfluss der Tröpfchengrößen auf die Produktleistung des Systems  und die 



















 Abbildung 4-1: Gewichteter mittlerer Tröpfchendurchmesser aus den Standardmodel-Parametern der bioaktiven 
w/o PE: 1 gLdP-1 Protein, 3 Gew.-%  Partikel, 20 Vol.-% dP und 16k rpm Dispergiergeschwindigkeit zu den 
Zeitpunkten 0h und 24h. 
123 
Enzymaktivitäten adressiert. Im Kapitel 3.2.6 wurde der Einfluss der Herstellungsmethodik von 
PE auf die Enzymaktivität für die robuste CALA (Abb. 3.2.6-1) und ebenso für die etwas 
sensiblere BAL (Abb. 3.2.6-2) untersucht. Während für CALA die Herstellungsverfahren 
anfangs ähnlich große Tröpfchen mit einer Spannweite von gerade einmal 3 µm herstellten, 
veränderte sich dies nach 24 Stunden zwischen den Ansätzen minimal und auf eine Spannweite 
von 24 µm. Zwar zeigten die Herstellungsmethoden hinsichtlich der resultierenden Aktivität 
Unterschiede, jedoch überlagerten sich die Standardabweichungen weitestgehend, in Folge 
dessen für die robuste CALA kein direkter Einfluss des PE-Herstellungsverfahrens auf das 
Enzym angenommen wurde. Die BAL wies signifikante Unterschiede mit einer Spannweite 
von 13 µm in den finalen Tröpfchengrößen auf. Im gerührten Batch näherten sich diese über 
24 Stunden an und die Spannweite zwischen den Experimenten betrug gerade einmal 4 µm. 
Jedoch hatten die Verfahren einen Einfluss auf die resultierende Enzymaktivität der BAL, 
wobei Handschütteln die höchste Aktivität lieferte und das Ultraschall-Dispergieren sich 
schädigend auf das Enzym auswirkte. Verdeutlicht wurde dieser Effekt durch die geringste 
mittlere Aktivität und die hohe Standardabweichung, welche durch deutlich verminderte 
Aktivitäten in zwei der drei Experimente hervorgerufen wurde. Zwar war die Herstellung von 
PE über das Handschütteln gegenüber den anderen zwei Verfahren und den Energieeintrag eine 
deutliche Black-Box-Herstellungsmethodik, jedoch waren die Vorteile der PE-Herstellung im 
Labormaßstab nicht von der Hand zu weisen, beste Aktivitäten, kleine Tröpfchendurchmesser 
und schnellstes Verfahren. Müssen PE über ein definiertes Verfahren produziert werden, kommt 
das Dispergieren mittels Rotor-Stator-Prinzip als zweitbeste Methode in Betracht. 
Der Vergleich von 2-Phasensystem und bioaktiver w/o PE wurde im folgenden Kapitel 3.2.7 
untersucht. Nutzte man gereinigte Enzyme in PE, so wurde klar, dass PE vor allem bei 
Reaktionen mit Enzymen, die hohe Aktivitäten besitzen und die Reaktionsgleichgewichte auf 
Seite der Produkte liegen, ihre Stärken ausspielten. Durch die stark vergrößerte 
Reaktionsoberfläche und die erleichterte Stoffdiffusion durch das Rühren steigerte sich die 
volumetrische Raum-Zeit-Ausbeute (Abb. 3.2.7-1) gegenüber dem 2-Phasensystem zu Beginn 
der Reaktion um den Faktor 11. Hierbei erreichte die PE binnen der ersten Stunde schon fast 
das Reaktionsgleichgewicht, sodass eine Betrachtung der Produktleistung über diesen 
Zeitpunkt hinaus nicht sinnvoll erschien. Zu diesem Zeitpunkt war die Raum-Zeit-Ausbeute um 
den Faktor 5 verbessert. Ein ähnliches Gesamtbild lieferte auch der Vergleich von Ganzzell-PE 
gegenüber Ganzzell-2-Phasensystem (Abb. 3.2.7-2), wobei hier beachtet werden musste, dass 
ganze Zellen rührinduzierte Emulsionen ausbilden können, in Folge derer in der 2-phasigen 
Referenz die zur Verfügung stehende Reaktionsoberfläche während des Rührens unbestimmbar 
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vergrößert sein konnte [176, 224]. Die Ergebnisse des Experiments zeigten in den Raum-Zeit-
Ausbeuten zu Beginn der Reaktion zwar deutliche Unterschiede um den Faktor 2,2, jedoch 
minimierte sich der Unterschied zum Reaktionsende nach drei Stunden auf den Faktor 1,3. Der 
Einsatz von Ganzzell-PE lieferte zwar bessere Ergebnisse gegenüber dem konventionellen 
2-Phasensystem, jedoch blieb offen, ob unter ökonomischen Gesichtspunkten der Faktor der 
Verbesserung ausreichend wäre, um ein PE-System zu präferieren.  
Weiterführend wurde der Zusammenhang zwischen Tröpfchengröße und Produktleistung des 
Systems tiefergehend fokussiert (Kap. 3.2.8), wobei PE mit sehr kleinen Tröpfchen 10 ± 2 µm, 
mittelgroßen Tröpfchen von 74 ± 4 µm und einer rührinduzierten PE mit 50 µm großen 
Polyethylen-Partikeln gegenüber gestellt und zu verschiedenen Zeitpunkten deren Biokatalyse-
Kennzahlen verglichen wurden (Abb. 3.2.8-1 und Tab 3.2.8-1). Ersichtlich wurde, dass 
verkleinerte Tröpfchendurchmesser mehr Reaktionsoberfläche boten, folgend die Diffusion 
zum Biokatalysator erleichtert und dadurch die Reaktion beschleunigt wurde. Im Falle der PE 
mit den kleinsten Durchmessern konnte bereits nach 30 min Produkt detektiert werden. Nach 
vier Stunden Reaktionszeit war eine klare Staffelung der Ausbeuten deutlich, wobei in den 
Biokatalyse-Kennzahlen die kleinsten Tröpfchendurchmesser vor den mittelgroßen und der 
rührinduzierten PE lagen. Nach 24 Stunden waren die Kennzahlen soweit normalisiert, dass 
alle drei Reaktionssysteme in diesem Zeitfenster als gleich leistungsfähig eingestuft werden 
konnten. 
Ein sehr wichtiges Kriterium, wenn man gentechnisch veränderte Organismen (GVO) und  
Enzyme (GVE) für die Synthese von chiralen Molekülen nutzt, ist die Frage, ob Bestandteile 
mit gentechnischer Veränderung in der Produktphase vorhanden sind und zusätzliche Schritte 
der Produktreinigung aufgewendet werden müssen. Im Kapitel 3.2.9 wurde diese Fragestellung 
untersucht, indem über Chromatographie gereinigte BAL und hitzegereinigte ADH-A jeweils 
neun bzw. zwölf Stunden Biokatalyse in einer w/o PE durchführten und die PE-Phasen nach 
entsprechender Aufarbeitung mit einem BCA-Assay auf Proteinbestandteile untersucht 
wurden. Zunächst muss angemerkt werden, dass trotz der Aufarbeitung der Proben durch 
Lyophilisieren und Referenzkalibrierung gegen die verschiedenen LM ein Resteinfluss der LM 
auf den BCA-Test nicht von der Hand zu weisen war. Es wurde eine Überschreitung des 
Gesamtproteingehalts bilanziert. Diese betrug +16% und wurde nur ein einziges Mal für die 
BAL und das LM COD festgestellt (Abb. 3.2.9-1). Alle weiteren Experimente verblieben unter 
der zugegebenen Proteingesamtmasse. An der Grenzfläche wurden unterschiedlich stark 
ausgeprägte Effekte der LM auf die Enzymformulierungen ausgelöst. CPME, MeTHF und 
COD denaturierten an der Grenzfläche unterschiedlich stark Protein. Auf Grundlage der Daten 
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aus Abb. 3.2.9-1 und die makroskopischen Aufnahmen aus Tab. 3.2.9-1 konnte auf eine 
unterschiedlich stark ausgeprägte Grenzflächentoxizität geschlossen werden [47]. Bei der 
hitzegereinigten ADH-A in Pulverformulierung, waren noch einige Proteinverunreinigungen 
aus dem E. coli Produktionsstamm enthalten, in Folge dessen die hydrophoberen LM CPME 
und COD 65% bzw. 71% des gelösten Proteins denaturiert ausfallen ließen. Hingegen fielen 
lediglich 14% bei der Nutzung von MeTHF aus. Im Falle der gereinigten BAL zeigte CPME 
den stärksten adversen Effekt auf den gelösten Biokatalysator, indem 23% des Gesamtproteins 
ausfielen. MeTHF hatte nachweislich keinen Effekt auf die BAL. COD beeinflusste die 
Messung, sodass mehr Protein nachgewiesen wurde, als insgesamt vorhanden war. Einen nicht 
unerheblichen Anteil an diesen Ergebnissen hatte der Leaching Versuch nach Wiemann [208, 
209], wobei nicht der Leaching-Versuch an sich, sondern die Aufarbeitung der Nanopartikel als 
fehlerbehaftet beurteilt werden kann. Diese lagen mit denaturiertem, teilweise adsorbiertem 
Protein vermischt vor. Normalerweise würde man die hydrophoben NP in organischem LM 
resuspendieren, in Folge dessen sich denaturierte Proteinreste aufgrund hydrophober 
Wechselwirkung ablösen, jedoch würden sich auf diese Weise auch die adsorbierten nativen 
Enzyme ablösen und folglich die Testmethodik unbrauchbar. Denaturierte Proteinreste über 
mehrfache Pufferwaschungen von Nanopartikeln zu entfernen scheint nicht möglich, weshalb 
eine große Fehleranfälligkeit der Proteinbestimmung, mit Spannweiten von 9 bis 78%, in den 
Triplikaten vorlag und die erzielten Ergebnisse als bedingt aussagekräftig gewertet werden 
sollten. Jedoch wurde über den Test eindeutig ermittelt, dass sich nur sehr geringe Mengen 
Protein in der Produktphase wiederfanden. Die nachweisbaren Anteile, bezogen auf 
Proteingesamtmasse, lagen zwischen 0,9 bis 8,5%. Die gewichteten Proteinanteile beider 
Enzymformulierungen pro LM lagen für CPME bei 4 ± 1%, MeTHF bei 4 ± 3% und COD bei 
1 ± 0% von der Proteingesamtmasse und damit bei äußerst niedrigen Werten. 
In den Kapiteln 3.2.10 und 3.2.11 wurde der Molekültransfer zwischen den Phasen untersucht. 
Hierbei wurde die Verteilung von Substrat und Produkt exemplarisch für das hydrophobste und 
hydrophilste Molekül aus den Biokatalysen durchgeführt. Als Ergebnis dieser Untersuchung 
war feststellbar, dass sich weder hydrophiles Substrat noch hydrophobes Produkt in andere 
Phasen, außer der Organischen, verteilten. Als Erweiterung dieses Tests wurde im gerührten 
Batch folgend der Ionentransfer, speziell Hydronium-Ionen, zwischen den dP untersucht. 
Grundlegend sollte evaluiert werden, ob One-Pot-Enzym-Mehrschrittreaktionen mit 
unterschiedlich abbildbaren pH-Optima der Enzyme in w/o PE funktionieren können. Während 
bei regulären w/o PE binnen der ersten Minute nach der Vereinigung zweier w/o PE mit ΔpH-dP 
ein vollständiger Protonenausgleich und die pH-Wert-Normalisierung vollzogen wurde (Daten 
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nicht gezeigt), ließen sich über gelierte dP mittels Agarose, besonders aber Gelatine, die 
unterschiedlichen pH-Werte aufrechterhalten (Abb. 3.2.11). Mit dieser Erweiterung ergibt sich 
die Möglichkeit jedem Enzym in einer Mehrschrittreaktion den optimalen pH-Wert bieten und 
One-Pot-Mehrschritt-Biokatalysen optimieren zu können. Die Einbettung von Biokatalysatoren 
in eine Gel-Matrix-PE musste allerdings den Charakteristika des jeweiligen Biokatalysators 
angepasst werden. Um negative Einflüsse des Herstellungsprozesses auf den Biokatalysator zu 
vermeiden, wurde besonderes Augenmerk auf die Temperaturen in den noch flüssigen Gelen 
und auf einen effizienten Abkühlungsprozess, zum Beispiel durch vorgekühlte kP, gelegt [139].  
Nicht immer ist eine wässrige Umgebung für Biokatalysen förderlich. So kann vorhandenes 
Wasser das Reaktionsgleichgewicht unerwünscht beeinflussen und wasserfreie Systeme für 
Biokatalysen entscheidende Vorteile mit sich bringen [83, 114, 258]. Im Jahr 2010 wurde bereits 
gezeigt, dass ionische Flüssigkeiten, sogenannte ionic liquids (IL), IL-in-Wasser PE ausbilden 
können [259]. In Kapitel 3.2.12 wurden stark eutektische Lösungsmittel, sogenannte deep 
eutectic solvents (DES), als dP für DES-in-organischen-LM (DES/o) PE erprobt. Beide DES 
Cholinchlorid-Glycerin als auch Cholinchlorid-Urea bildeten mit FITC-gelabelter Lipase 
DES/o PE. Die mittleren Tröpfchendurchmesser lagen bei 70 ± 25 µm bzw. 67 ± 30 µm, wobei 
die augenscheinlich recht große Polydispersität durch die ermittelten hohen 
Standardabweichungen bestätigt wurde (Abb. 3.2.12-1). Weiterhin verblieb die Lipase 
größtenteils in der DES-dP, verdeutlicht durch die dort befindliche Fluoreszenz. 
Bioaktive w/o PE wiesen eindeutige Merkmale auf, die sie als effektive Reaktionssysteme für 
Biokatalysen prädestinieren, wobei die Zusammensetzung über vielfältige 
Einstellmöglichkeiten und Mechanismen auf die Biokatalysen abgestimmt werden kann.  
Um die ermittelten Parameter in Anwendung zu testen, wurden im Kapitel 3.3.1 
hydrolasebeladene w/o PE hergestellt. Hierbei wurden die Lipasen CALA und CALB aus 
Candida antarctica (Pseudozyma aphidis) sowie LipTLL Thermomyces (Humicola) lanuginosa 
in wässriger dP gelöst und mit dem substratbeinhaltenden Lösungsmittel CPME und Silicat-NP 
dispergiert. Lediglich eine der drei Lipasen erwies sich für die Produktbildung von 
rac-1-Phenylethanolbutyrat als aktiv. Alle drei Lipasen zeigten in den w/o PE ein sehr ähnliches 
Verhalten. Normalerweise bevorzugen Lipasen im wässrigen Milieu die Zielreaktion 
Esterhydrolyse [10]. Die LipTLL gilt als grenzflächenaktivierbares Enzym, wohingegen CALB 
an Grenzflächen keine zusätzliche Aktivierung zeigt und sich eher wie eine Esterase verhält. 
CALA nimmt einen Status zwischen diesen beiden Lipasen ein und zeigt eine leichte 
Grenzflächenaktivierung [10], in Folge dessen aus diesen grundlegenden Verhaltensweisen der 
drei Lipasen keine Rückschlüsse auf die Produktbildung (Abb. 3.3.1) gezogen werden konnte. 
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Eine mögliche Erklärung lieferte ein anderer Ansatz, basierend auf der Mikroumgebung an der 
Grenzfläche. Lipasen könnten genau unter der Grenzschicht zum Lösungsmittel auch eine 
eigene Teilschicht in der wässrigen Phase gebildet haben und somit in Kontakt mit den teilweise 
benetzten mesoporösen Silicat-NP gekommen sein. Alle drei Lipasen sind als adsorptiv auf 
hydrophoben Oberflächen bindend beschrieben, sodass sie zumindest teilweise „gebunden“ auf 
und in den Partikeln vorgelegen haben könnten [11, 260]. Für CALA, welche zugleich 
augenscheinlich die Lipase mit den meisten hydrophoben Aminosäuren auf der Oberfläche war 
(Abb. 1.1.2/A), war es denkbar, dass in den feinen hydrophoben Poren der Silicat-NP eine 
wasserarme Mikroumgebung entstand. Diese könnte ausgereicht haben, dass CALA die 
Umesterung katalysieren konnte. Das beschriebene Mikromilieu reichte aber nicht aus, um 
CALB und LipTLL die Zielreaktion katalysieren zu lassen. Die Mikroumgebung in 
Kombination mit der Lipase bestimmte also den Reaktionstyp und die Ausbeute. Als weitere 
Erkenntnis aus diesen Experimenten (Abb. 3.3.1) sah man deutlich: Die angewandte 
Dispersionsgeschwindigkeit im Bereich von 8k bis 24k rpm hatte, zumindest auf Lipasen und 
deren Aktivität, keinen Einfluss auf die Produktivität des PE-Systems. 
Ab dem Kapitel 3.3.2 bis 3.3.4 war anschließend die Implementierung von anderen 
Enzymklassen wie Lyasen, Oxidoreduktasen und Transferasen in das w/o PE-Reaktionssystem 
fokussiert. Es wurde mit allen Enzymklassen ein LM-Screening durchgeführt und „grüne“ 
Vertreter gewählt, wobei sich die Bezeichnung „grüner“ aus der Risiko- und 
Anwendungsanalyse in Kapitel 2.4.2 definierte. Im Screening durch drei Enzymklassen 
kristallisierte sich CPME als beste Wahl für die substrattragende kP heraus. Betrachtete man 
jede Enzymklasse für sich, so hatten die LM unterschiedliche adverse Effekte auf die einzelnen 
Enzymvertreter. Die ADH-A, die auf Grund ihrer molekularen Charakteristika (Kap. 1.1.1) als 
stabilstes Enzym galt, zeigte die geringsten Differenzen zwischen den LM. CPME, als 
zyklischer Ether, wurde als LM mit besserer Biokompatibilität aufgezeigt. Die BAL, auf 
Literaturbasis als sensitives Enzym eingestuft (Kap. 1.1.1 und 3.3.2), zeigte für CPME und 
MeTHF in allen konsekutiven Biokatalyse-Batches fast identische Ergebnisse. Als letzte 
Enzymklasse mit dem Vertreter Cv-ATA, der Literatur nach ebenfalls ein sehr stabiles Enzym, 
wurde COD als LM mit der besten Biokompatibilität ermittelt und lieferte ca. 25% bessere 
Biokatalyse-Kennzahlen als CPME. Jedoch wurde sich im Nachgang dieser Experimente, 
wegen der schlechteren Prozessführung mit COD (Tab. 2.4.1-2) ebenfalls für CPME 
entschieden. Das LM-Screening deckte auf: Die LM im w/o PE-System sorgten für eine 
Grenzflächeninaktivierung der Enzyme, wobei diese in drei Primärtypen definierbar waren: 
Erstens konnten sich aufgrund von Verteilungskoeffizienten LM-Moleküle in der wässrigen 
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Phase befunden haben und mit den nicht-polaren bzw. hydrophoben Aminosäuren des Proteins 
wechselwirken. In Folge wurde der hydrophobe Kern des Enzyms gestört bzw. zerstört. Als 
zweite Möglichkeit konnten hohe LM-Konzentrationen dem Enzym essenzielle 
Wassermoleküle aus dessen Hydrathülle entziehen und für einen Funktionsverlust sorgen. 
Dritte Möglichkeit und vielleicht für Emulsionen die Wichtigste, wäre eine Adsorption der 
Enzymmoleküle an die wässrig-organische Grenzfläche. In dessen Folge traten strukturelle 
Änderungen im Enzym auf, die zur Auffaltung und damit Inaktivierung führten [121, 261]. Die 
Anfälligkeit eines Enzyms für Inaktivierung in einem 2-Phasensystem war schwer vorhersagbar 
und in der Vergangenheit wurden etliche Versuche unternommen Korrelationen mit enzym- und 
prozessspezifischen Parametern zu evaluieren. Erstere wären die Quartär- und 
Sekundärstruktur, adiabatische Kompression als Maß für strukturell harte und weiche Enzyme, 
Oberflächenhydrophobizität und Thermostabilität [120, 262–266]. Die Korrelationsversuche zu 
den Prozessparametern umfassten die LM-Polarität, inklusive funktioneller Gruppen, pH-Wert 
sowie Ionenstärke der wässrigen Phase, Grenzflächenspannung, Grenzflächengröße 
und -erneuerung durch die Rührintensität [120, 121, 263, 267, 268]. Trotz dieser intensiven 
Bemühungen wurden bisher keine allgemeingültigen univariaten Korrelationen gefunden, 
sodass komplexere Zusammenhänge für die Inaktivierung von Enzymen in 2-Phasensystemen 
zu vermuten sind. Jedoch wurden in den letzten zehn Jahren die Forschungsbemühungen auf 
diesem Gebiet nahezu eingestellt und nur noch Einzelfälle beschrieben. In Folge dessen ist eine 
Vorhersage bis zum heutigen Tag nicht möglich. Die Anwendung eines Enzyms in 
Mehrphasensystemen unterliegt dadurch immer noch der Versuchs-und-Irrtums-Methodik. 
Bei der nachgestellten Phänotypen-Biokatalyse in diversen Reaktionssystemen, wurde schon 
von Beginn an ein deutlicher morphologischer Unterschied zwischen den PE mit ganzen Zellen 
und mit freiem Enzym beobachtet. Es gab über alle Enzymklassen eine Tendenz zu feiner 
verteilten dP auf Seite der Ganzzell-PE. Gründe hierfür lagen in der ebenfalls literaturbekannten 
Grenzflächenaktivität von E. coli Zellen, die aufgrund ihrer Größe sowie eingesetzten Mengen 
mehr Grenzfläche als die freien Enzymmoleküle besetzten und dadurch auch einen größeren 
Effekt ausübten [151, 269, 270]. Bemerkenswert war, dass diese kleineren 
Tröpfchendurchmesser der Ganzzell-PE gleichzeitig mit signifikant erhöhten Aktivitäten 
einhergingen und trotz zusätzlicher Barriere in Form der E. coli Zellhülle die ersten Ergebnisse 
aus Kapitel 3.2.8 nochmals bestätigten. Zusätzlich war ein protektiver Effekt der Zellhülle für 
das Enzym feststellbar. Vor allem in den Folgebatches war die Ganzzell-PE weniger durch die 
Grenzflächeninaktivierung betroffen und zeigte signifikant höhere Produktivität. Einzig der 
Zusatz von membran- und zellwandgängigen, denaturierenden Agenzien wie iso-Propanol löste 
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negative Effekte deutlichen Ausmaßes auf die ganzen Zellen aus (Kap. 3.3.3). Die 
makroskopischen und mikroskopischen Beobachtungen deuteten stark auf eine beschleunigte 
Zelllyse und Freisetzung der Zellbestandteile, vor allem Proteine, hin. Unter deren Einwirkung 
vollzogen sich anschließend eine Phasenumkehr zu einer o/w PE. Durch das Absenken der zur 
Verfügung stehenden reaktiven Oberfläche in Kontakt mit dem organischen LM sanken die 
RZA im Folgenden drastisch ab und das System verlor seine Leistungsfähigkeit. Die 
mikroaquatischen Systeme, die in Kap. 3.3.2 und 3.3.3 ebenfalls getestet wurden und von der 
Literatur als Stand der Technik ausgegeben wurden, waren bei identischen 
Rahmenbedingungen keine Konkurrenz für das PE-Reaktionssystem. Beim Einsatz eines sehr 
sensitiven Biokatalysator und damit unter erschwerten Bedingungen, Kap. 3.3.4, wurde auf 
deren Testung gänzlich verzichtet, da geringe Erfolgsaussichten bestanden. w/o PE stellen hoch 
effektive Reaktionssysteme dar, die insbesondere ihre Anwendung in Bereichen der 
Biosynthese finden könnten, in denen der Biokatalysator nur in geringen Mengen verfügbar ist 
und wenn eine Synthese nach dem Prinzip „Zeit ist Geld“ erfolgen muss. Es ist nicht 
auszuschließen, dass weitere Lösungsmittel eine sehr viel bessere Biokompatibilität aufweisen 
und dadurch adverse Effekte auf Enzym bzw. Ganzzellkatalysator minimiert würden. In Folge 
dessen wäre eine wirtschaftliche Rezyklierbarkeit des Reaktionssystems möglich. Unter den 
getesteten Bedingungen waren neun von zwölf Enzymen in der Lage die Zielreaktion 
umzusetzen, wobei in drei Experimenten die Wirtschaftlichkeitskennzahlen für 
Biotransformationen (Kap. 1.1.1) erreicht wurden. 
Das nachfolgend gewählte Beispiel für eine Mehrschritt-Biosynthese in w/o PE zeigte deutlich 
die Grenzen des Standes der Technik für One-Pot-Synthesen. In vielen Fällen kommt es zur 
Bildung von unerwünschten Nebenprodukten und es müssen Kompromisse in Bezug auf LM 
sowie pH-Werte eingegangen werden [231, 246].  Der Vorteil einer Modularisierung von 
Mehrschritt-Biosynthesen wurde glasklar: Jeder Reaktionsschritt für sich war optimierbar und 
mit chemischen Reaktionsschritten koppelbar. So wurde gegenüber dem One-Pot-Verfahren das 
Phasenverhältnis von eins zu drei auf eins zu zwei angehoben, sodass auch das Verhältnis von 
Substrat und Cosubstrat besser eingestellt werden konnte, sodass letztendlich mehr 
Nebenprodukt entstehen konnte. Im folgenden chemischen Syntheseschritt konnte sowohl das 
Nebenprodukt, N-Benzyl-1-phenylmethanimin, erfolgreich hydrolytisch gespalten als auch das 
entstandene Restedukt, Benzylamin, protoniert in die wässrige Phase umverteilt werden. Über 
den anschließenden Transfer der organischen Phase in das dritte Modul stand für die 
abschließende Carboligation via BAL nun sehr reines Benzaldehyd zur Verfügung. Das 
eindeutige Ergebnis waren weitaus bessere Enzymaktivitäten und RZA. Mit einer 
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Modularisierung einzelner Syntheseschritte werden die Bedingungen für den Biokatalysator 
und die Zielreaktion maßschneiderbar. Zusätzlich wird das Downstream Processing durch 
Sedimentation der wässrigen Phase maßgeblich erleichtert. Eine weitere Optimierung wäre ein 
Downstream Processing über Membranabtrennung, welche bei kontinuierlicher 
Reaktionsführung mit einem biokompatiblem LM die bereits erzielten Resultate gegenüber 
einem One-Pot-Verfahren nochmals signifikant erhöhen könnte.  
5 Plattform w/o Pickering Emulsion: Schlussfolgerung und 
Ausblick 
In der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass w/o PE hocheffiziente und einfach zu 
etablierende Reaktionssysteme darstellen. Im Vorfeld wurde ein Beschichtungsverfahren 
entwickelt, dass nahezu jedweden hydrophilen Nano- und Mikropartikel über die Modifikation 
mit Silicon befähigt w/o PE zu stabilisieren. Auch Naturpartikel wie Sporen, Bakterien oder 
Keratin-Partikel sind in der Lage als Grenzflächenstabilisatoren in w/o PE zu fungieren. 
Grundsätzlich scheint nahezu jedwedes hydrophobe und hydrophile LM mit 
Wassermischbarkeiten von bis zu 140 gL-1 in der Lage zu sein w/o PE auszubilden. Die Zugabe 
von Proteinen, speziell Enzymen, um die w/o PE für biokatalytische Zwecke zu aktvieren, 
zeigten Konzentrationen bis 5 gL-1 einen stark positiven Effekt auf Stabilität, verbunden mit 
kleineren Tröpfchengrößen der w/o PE. Dieses Verhalten konnte zumeist als synergistisch zu 
den eingesetzten Nano- oder Mikropartikel bewertet werden. Der „Enzymeffekt“ kristallisierte 
sich im weiteren Verlauf der Experimente als übermächtig heraus, sodass Parametern wie 
Phasenverhältnis, Partikelmenge und Herstellungsverfahren, für die resultierende 
Tröpfchengrößenverteilung in den w/o PE nur noch eine untergeordnete Rolle zuteilwurde. Bei 
der Evaluation von Wechselwirkungen in diesem Reaktionssystem zeigte sich, dass Substrat 
und Produkt in der organischen Phase verteilt bleiben und einen Verteilungskoeffizienten von 
eins aufwiesen. Außerdem konnte festgestellt werden, dass mit der Zeit gelöstes Protein aus der 
dP ausfällt und somit Aktivität „verloren“ geht, jedoch lediglich 3,8 – 52,1 mgProteinLLM-1 die 
Produktphase verunreinigten. In Folge dessen ist eine eventuelle GVO und GVE-Problematik 
bzw. -Kontamination der Produktphase über gezielte Aufarbeitungsmethoden sehr leicht zu 
beseitigen.  
Die Zugabe ganzer Zellen mit enthaltenem Biokatalysator verkleinerte dann nochmals die 
Tröpfchengrößen, sodass die Reaktionsoberfläche gegenüber PE mit freiem Enzym zusätzlich 
vergrößert wurde. Die Etablierung von Ganzzell-w/o-PE verschob nochmals die Grenze der 
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realisierbaren Aktivitäten und RZA weiter in wirtschaftlich interessante Dimensionen. Im 
Benchmarking gegen andere Reaktionssysteme auf dem Stand der Technik wie 2-Phasensystem 
oder das mikroaquatische System und normierter Enzymaktivität überflügelte die w/o PE die 
andere Systeme mit signifikant besseren Resultaten. Insgesamt konnten neun von zwölf 
Enzymen erfolgreich als bioaktive w/o PE implementiert werden, wobei in drei 
Biotransformationen Kennzahlen für eine wirtschaftlich interessante Evaluation erreicht 
wurden. Aus der momentanen Datenlage folgernd wurden w/o PE als Plattform für besonders 
schnelle und effektive Biokatalyse validiert. Zusätzlich können mit Hilfe von gelstabilisierten 
Tröpfchen in w/o PE Kompartimentierungen wie unterschiedliche pH-Werte in den Gelphasen 
vorgenommen werden, die im moderat gerührten Batch als persistent geprüft wurden. 
DES/o PE ermöglichten sogar ein annähernd wasserfreies PE-Reaktionssystem zu etablieren. 
Eine Kombination mehrerer maßgeschneiderter PE war über die Modularisierung einzelner 
Reaktionsschritte realisierbar, hierbei konnte jedes Modul optimal auf den jeweiligen 
Biokatalysator und die Zielreaktion angepasst agieren, um bestmögliche Resultate zu 
generieren. Die Modularisierung war der herkömmlichen One-Pot-Mehrschritt-Reaktion 
deutlich überlegen. Im Zuge der nationalen Forschungsstrategie „BioÖkonomie 2030“ [271] 
präsentiert sich die w/o PE als Reaktionssystem, das ebenfalls aus Komponenten aufgebaut sein 
kann, die auf Basis nachwachsender Rohstoffe hergestellt werden können. So zeigten Sporen, 
Bakterien und die getesteten „grünen“ LM ausgezeichnete Anwendungsmöglichkeiten in 
diesem Reaktionssystem. Die ermittelten Daten deuten eindeutig in Richtung einer 
Plattformtechnologie für effiziente Biokatalysen, jedoch müsste die Stichprobe von 12 
Enzymen und 18 Lösungsmitteln ausgeweitet werden, um mit entsprechender Sicherheit  eine 
eineindeutige und statistisch valide Aussage treffen zu können. 
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Abbildung 1.1-1: Hydrophilie-Plots von Lipase-Oberflächen im Kyte-Doolittle-Maßstab. A: 
CALA Übersicht – RCSB Ref.: 3GUU, B: CALB Übersicht – RCSB Ref.: 4K6G, C: LipTLL 
Übersicht – RCSB Ref.: 1GT6. Blau: hydrophile Aminosäuren, Rot: hydrophobe Aminosäuren, 
Weiß: neutrale Aminosäuren, Grün: Aminosäure-Reste der katalytischen Triade. Oben: 
Enzymseite mit Zugang zum Aktiven Zentrum, unten: entgegen gewandte Seite des aktiven 
Zentrums. Plots via Chimera 1.12. ............................................................................................. 2 
Abbildung 1.1-2: Hydrophilie-Plots der ADH-A Oberflächen im Kyte-Doolittle-Maßstab. A: 
Homotetramer Übersicht, B: Monomer - Zugang zum katalytischen Zentrum, C: Monomer – 
entgegen gewandte Seite des katalytischen Zentrums – RCSB Ref.: 3JV7. Blau: hydrophile 
Aminosäuren, Rot: hydrophobe Aminosäuren, Weiß: neutrale Aminosäuren, Grün: Zink-Ion im 
katalytischen Zentrum. Plots via Chimera 1.12. ........................................................................ 4 
Abbildung 1.1-3: Hydrophilie-Plots der BAL Oberflächen im Kyte-Doolittle-Maßstab. A: 
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Tabelle A3.3.1: TMODS-Konzentrationen der Silicat-NP und Stabilisierungsvermögen einer Wasser-Toluol-PE. 
TMODS-Konzentration Makroskopischer Eindruck Bewertung 
0,5 Vol.-% 
 
Sofortige & sehr starke 
Coaleszenz mit starker 
Sedimentation 




Sofortige & sehr starke 
Coaleszenz mit starker 
Sedimentation 
dP ähnelt einer „Lava-Lampe“ 
1,5 Vol.-% 
 
Sofortige & sehr starke 
Coaleszenz mit starker 
Sedimentation 
dP ähnelt Schneeflocken 
2 Vol.-% 
 
Sofortige & sehr starke 
Coaleszenz mit starker 
Sedimentation 




Tabelle A3.2.1 - Fortsetzung: TMODS-Konzentrationen der Silicat-NP und Stabilisierungsvermögen einer 
Wasser-Toluol-PE. 
TMODS-Konzentration Makroskopischer Eindruck Bewertung 
2,5 Vol.-% 
 
Sofortige & starke Coaleszenz mit 
starker Sedimentation 
dP ähnelt dicken Regentropfen 
3 Vol.-% 
 
Sofortige Coaleszenz mit 
Sedimentation 
dP ähnelt feineren Regentropfen 
3,5 Vol.-% 
 
Sofortige starke Coaleszenz mit 
starker Sedimentation 
dP ähnelt dicken Regentropfen 
4 Vol.-% 
 
langsame Sedimentation und erst 
dann sehr geringe Coaleszenz 




A3.2.1-1 Lösungsmittel-Screening: physiko-chemische Eigenschaften 
Tabelle A3.2.1-1: Physiko-chemische Eigenschaften von 18 organischen Lösungsmitteln (LM) gruppiert nach funktioneller Gruppe bzw. IUPAC-Klasse 
Gruppe & LM CAS MW [gmol-1] Struktur2 
Dichte (25°C) 
[gcm-³ o. gmL-1] 
Dampfdruck  
(25°C) [mmHg] 
bp [°C] logP 
Mischbarkeit  
mit Wasser [gL-1] 
Alkohole                 
1-Butanol[1] 71-36-3 74,12 
  
0,81 7,00 117,7 0,88 68 (25 °C) 
1-Hexanol[1] 111-27-3 102,18 
  
0,82 0,93 157 2,03 5,9 (25 °C) 
Benzylalkohol[1] 100-51-6 108,14 
  
1,04 0,09 205,3 1,1 42,9 (25 °C) 
1-Octanol[1] 111-87-5 130,23 
  
0,83 0,08 194,7 3 0,54 (25 °C) 
Carbonylgruppe               
Ethylacetat[1] 141-78-6 88,11 
  
0,9 93,2 77,1 0,73 64 (25 °C) 
[1] Pubchem compound database: https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/ 
[2] Chemspider database: http://www.chemspider.com/ 
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Tabelle A3.2.1 - Fortsetzung: Physiko-chemische Eigenschaften von 18 organischen Lösungsmitteln (LM) gruppiert nach funktioneller Gruppe bzw. IUPAC-Klasse 
Gruppe & LM CAS MW [gmol-1] Struktur2 
Dichte (25°C) 
[gcm-³ o. gmL-1] 
Dampfdruck  
(25°C) [mmHg] 
bp [°C] logP 
Mischbarkeit  
mit Wasser [gL-1] 
Carbonylgruppe               
Butylacetat[1] 123-86-4 116,16 
  
0,88 11,5 126,1 1,78 8,4 (25 °C) 
2-Pentanon[1] 107-87-9 86,13 
  
0,81 35,4 102,3 0,91 43 (25 °C) 
2-Hexanon[1] 591-78-6 100,16 
  
0,83 11,6 127,2 1,38 17,2 (20 °C) 
Methylisobutylketon (MIBK)[1] 108-10-1 100,16 
  
0,80 16 116,5 1,31 19 (25 °C) 
Ether                 
Diethylether[1] 60-29-7 74,12 
  
0,71 538 34,6 0,89 60,4 (25 °C) 
[1] Pubchem compound database: https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/ 
[2] Chemspider database: http://www.chemspider.com/ 
  
169 
Tabelle A3.2.1 - Fortsetzung: Physiko-chemische Eigenschaften von 18 organischen Lösungsmitteln (LM) gruppiert nach funktioneller Gruppe bzw. IUPAC-Klasse 
Gruppe & LM CAS MW [gmol-1] Struktur2 
Dichte (25°C) 
[gcm-³ o. gmL-1] 
Dampfdruck  
(25°C) [mmHg] 
bp [°C] logP 
Mischbarkeit  
mit Wasser [gL-1] 
Ether  
Dibutylether[1] 142-96-1 130,23 
  
0,77 6 140,8 3,21 0,3 (25 °C) 
Methyl-tert-butylether[1] 1634-04-4 88,15 
  
0,74 250 55 0,94 42 (20 °C) 
Cyclopentylmethylether[2] 5614-37-9 100,16 
  
0,86 34,6 106 1,41 3,101 (25 °C) 
Diisopropylether[1] 108-20-3 102,18 
  
0,72 149 68,5 1,52 8,8 (20 °C) 
Anisol[1] 100-66-3 108,14 
  
1,00 3,5 155,5 2,11 1,04 (25 °C) 
[1] Pubchem compound database: https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/ 
[2] Chemspider database: http://www.chemspider.com/ 
  
170 
Tabelle A3.2.1 - Fortsetzung: Physiko-chemische Eigenschaften von 18 organischen Lösungsmitteln (LM) gruppiert nach funktioneller Gruppe bzw. IUPAC-Klasse 
Gruppe & LM CAS MW [gmol-1] Struktur2 
Dichte (25°C) 
[gcm-³ o. gmL-1] 
Dampfdruck  
(25°C) [mmHg] 
bp [°C] logP 
Mischbarkeit  
mit Wasser [gL-1] 
Ether  
2-Methyltetrahydrofuran[2] 96-47-9 86,13 
  
0,9 96,8 79,9 0,82 140 (20 °C, Racemat) 
Aromaten 
Toluol[1] 108-88-3 92,14 
  






0,88 6,65 144,5 3,12 0,178 (25 °C) 
108-38-3 106,17 
  
0,87 8,29 139,1 3,20 0,161 (25 °C) 
106-42-3 106,17 
  
0,86 8,84 138,3 3,15 0,162 (25 °C) 
[1] Pubchem compound database: https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/ 
[2] Chemspider database: http://www.chemspider.com/ 
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A3.2.1-2 Regressionsanalyse: Qualität PE gegen alle physiko-chemischen 
Eigenschaften 
 Abbildung A3.2.1-2: Test der Voraussetzungserfüllung der Residuen der Stichprobe. Bedingungen erfüllt: keine 
Autokorrelation, annähernde Normalverteilung (Wahrscheinlichkeitsnetz & Histogramm) sowie annähernde 
Homoskedastizität (Residuen vs. Anpassung). 
Mittels Regressionsanalyse wurden alle physiko-chemischen Parameter der LMs untersucht und ein 
entsprechendes Modell etabliert. Alle Vorbedingungen, wurden erfüllt und können aus Abb. 3.2.2-2/A 
entnommen werden. Weiterführend wurde eine Varianzanalyse durchgeführt, deren p-Werte aus 
Tab. 3.2.2-2/A und Tab. 3.2.2-2/C zeigten an, ob die Nullhypothese „Die Streuung wird vom Modell in 
der Antwort-Variablen erklärt“ angenommen werden konnte. Demnach erklärte das Regressionsmodell, 
insbesondere der Dampfdruck pD die Streuung, da das Signifikanzniveau unter 0,05 lag. Die 
Zusammenfassung des Modells (Tab. 3.2.2-2/B) sagte aus, dass mittels R² 74,04% der Streuung erklärt 
wurde. Wurde dieses R² nach der Anzahl der Prädiktoren, der physiko-chemischen Eigenschaften, 
korrigiert, ergab sich eine Verschlechterung der erklärbaren Streuung auf 55,87%. Das progrnostizierte 
R², als Maß wie genau das Modell Werte der Antwortvariablen für neue Beobachtungen prognostizierte, 
lag lediglich bei 0%. Weiterhin wurden bei dieser Analyse die Prädiktoren hinsichtlich ihrer 
Multikollinearität untersucht (Tab. 3.2.2-2/C), das heißt ob einzelne physiko-chemische Parameter 
miteinander korrelierten und dadurch die Auswertung der individuellen Effekte auf die Antwortvariable, 
die PE-Qualität, erschwerten. Es wurden zwei stark korrelierte Prädiktoren, C-Atome und logP, 
evaluiert, wobei die restlichen sechs Prädiktoren im Bereich der mäßigen Korrelation angesiedelt waren. 
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Aus der Gesamtbetrachtung des Modells, p-Werte, prognostiziertes R² und den VIFs folgte der Schluss, 
dass eine Optimierung des Modells vorzunehmen war (A3.2.2-3). 
Tab. A3.2.2-2/A: Varianzanalyse mittels Minitab 18. DF: Freiheitsgrade, Kor SS: korrigierte Summe der quadrate, 
Kor MS: korrigiertes Mittel der Quadrate, F-Wert: Wert der Teststatistik, p-Wert: Wahrscheinlichkeitsmaß für 
Anzeichen gegen Annahme der Nullhypothese  
Quelle DF Kor SS Kor MS F-Wert p-Wert 
Regression 7 48,2083 6,8869 4,07 0,023 
  MW [gmol-1] 1 5,7549 5,7549 3,40 0,095 
  C-Atome 1 5,5900 5,5900 3,31 0,099 
  Dichte [gcm-³] 1 5,9102 5,9102 3,50 0,091 
  pD [mmHg] 1 14,9838 14,9838 8,86 0,014 
  bp [°C] 1 4,7107 4,7107 2,79 0,126 
  logP 1 1,3948 1,3948 0,83 0,385 
  Wassermischbarkeit [gL-1] 1 0,6636 0,6636 0,39 0,545 
Fehler bzw. Sonstige 10 16,9029 1,6903       
Gesamt 17 65,1111          
 
Tab. A3.2.2-2/B: Zusammenfassung des Modells. R-Qd: Prozentsatz der erklärbaren Streuung mit dem Modell, 
R-Qd(kor): Prozentsatz der erklärbaren Streuung mit dem Modell korrigiert nach Anzahl der physiko-chemischen 
Parameter, R-Qd(prog): Prognostiziertes R² berechnet mit dem Modell 
R² R² (kor) R² (prog) 
74,04% 55,87% 0,00% 
 
Tab. A3.2.2-2/C: Koeffizienten des Regressionsmodells. Koef: Koeffizienten der Regressionsgleichung, SE Koef: 
Standardfehler des Koeffizienten, t-Wert: Verhältnis zwischen Koeffizienten und Standardfehler, p-Wert: 
Wahrscheinlichkeitsmaß für Anzeichen gegen Annahme der Nullhypothese (Assoziation physiko-chem. 
Parameter & PE-Qualität), VIF: Varianzinflationsfaktor basierend auf Korrelation der physiko-chem. Parameter 
im Modell, VIF = 1 – nicht korreliert, 1 < VIF < 5 – mäßig korreliert, VIF > 5 – stark korreliert. 
Term Koef SE Koef t-Wert p-Wert VIF 
Konstante 8,99 5,15 1,75 0,111    
MW [g/mol] 0,0772 0,0419 1,85 0,095 4,49 
C-Atome -1,645 0,904 -1,82 0,099 14,01 
Dichte [g/cm³] -10,32 5,52 -1,87 0,091 2,28 
pD [mmHg] 0,01068 0,00359 2,98 0,014 2,31 
bp [°C] 0,0239 0,0143 1,67 0,126 4,19 
logP 1,00 1,10 0,91 0,385 8,94 





Qualität PE = 8,99 + 0,0772 MW [g/mol] - 1,645 C-Atome - 10,32 Dichte [g/cm³] 
+ 0,01068 pD [mmHg] + 0,0239 bp [°C] + 1,00 logP 
- 0,0081 Wassermischbarkeit [g/L] 
 
A3.2.1-3 Optimierte Regressionsanalyse: Qualität PE gegen 
Molekulargewicht, Dichte und Dampfdruck 
Abbildung A3.2.2-3: Test der Voraussetzungserfüllung der Residuen der Stichprobe. Bedingungen erfüllt: keine 
Autokorrelation, annähernde Normalverteilung (Wahrscheinlichkeitsnetz & Histogramm) sowie annähernde 
Homoskedastizität (Residuen vs. Anpassung) 
Für die Optimierung des Regressionsmodells wurden aus dem Modell die physiko-chemischen 
Parameter/ Prädiktoren entfernt, die sich durch die größten p- und VIF-Werte auszeichneten. Diese 
waren für das Modell nicht-signifikant bzw. beeinflussten die Vorhersagekraft des Modells durch 
Multikollinearität negativ. Für das Modell blieben die Parameter Molekulargewicht, Dichte und 
Dampfdruck übrig. Es wurde analog zum Punkt A3.2.2-2 verfahren, wobei alle Vorbedingungen erfüllt 
waren und das Regressionsmodell, insbesondere die Dichte die vorhandene Streuung erklärte (p < 0,05), 
jedoch die beiden Prädiktoren Dichte und Molekulargewicht mit p-Werten über 0,05 statistisch nicht 
signifikant waren und somit nicht direkt die Streuung (Tab. 3.2.2-3/A) erklärten. Jedoch hatten sie einen 
sehr positiven Einfluss auf die Vorhersagekraft des Regressionsmodells (Tab. 3.2.2-3/B), wobei die 
Werte für R² als auch das korrigierte R² gegenüber dem Modell aus Punkt A3.2.2-2 verringert wurden. 
Das prognostizierte R² wies nun eine Vorhersagegenauigkeit der Streuung von 32,73% auf und wurde 
deutlich verbessert. Zusätzlich konnte die Multikollinearität, verdeutlicht durch die VIFs, in 
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Tab. 3.2.2-2/C auf einen Wert von unter zwei und dadurch deutlich reduziert werden. Somit war die 
Optimierung des Regressionsmodells erfolgreich und die Vorhersagekraft war deutlich gesteigert. 
Tab. A3.2.2-3/A: Optimierte Varianzanalyse mittels Minitab 18. DF: Freiheitsgrade, Kor SS: korrigierte Summe 
der quadrate, Kor MS: korrigiertes Mittel der Quadrate, F-Wert: Wert der Teststatistik, p-Wert: 
Wahrscheinlichkeitsmaß für Anzeichen gegen Annahme der Nullhypothese  
Quelle DF Kor SS Kor MS F-Wert p-Wert 
Regression 3 35,771 11,924 5,69 0,009 
  MW [g/mol] 1 8,130 8,130 3,88 0,069 
  Dichte [g/cm³] 1 5,204 5,204 2,48 0,137 
  pD [mmHg] 1 13,338 13,338 6,36 0,024 
Fehler bzw. Sonstige 14 29,340 2,096       
Gesamt 17 65,111          
 
Tab. A3.2.2-3/B: Zusammenfassung des optimierten Modells. R-Qd: Prozentsatz der erklärbaren Streuung mit 
dem Modell, R-Qd(kor): Prozentsatz der erklärbaren Streuung mit dem Modell korrigiert nach Anzahl der physiko-
chemischen Parameter, R-Qd(prog): Prognostiziertes R² berechnet mit dem Modell 
R² R² (kor) R² (prog) 
54,94% 45,28% 32,73% 
 
Tab. A3.2.2-2/C: Optimierte Koeffizienten des Regressionsmodells. Koef: Koeffizienten der 
Regressionsgleichung, SE Koef: Standardfehler des Koeffizienten, t-Wert: Verhältnis zwischen Koeffizienten und 
Standardfehler, p-Wert: Wahrscheinlichkeitsmaß für Anzeichen gegen Annahme der Nullhypothese (Assoziation 
physiko-chem. Parameter & PE-Qualität), VIF: Varianzinflationsfaktor basierend auf Korrelation der physiko-
chem. Parameter im Modell 
Term Koef SE Koef t-Wert p-Wert VIF 
Konstante 3,89 5,16 0,75 0,463    
MW [g/mol] 0,0509 0,0259 1,97 0,069 1,38 
Dichte [g/cm³] -7,59 4,82 -1,58 0,137 1,40 
pD [mmHg] 0,00896 0,00355 2,52 0,024 1,83 
 
Regressionsgleichung 
Qualität PE = 3,89 + 0,0509 MW [g/mol] - 7,59 Dichte [g/cm³] + 0,00896 pD [mmHg] 
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A3.2.3 Auswirkungen von Protein- und Enzymmengen 





















OP 0,0 239 43 0 0 727 21 0 0 
CALA 0,1 190 76 223 53 326 140 961 108 
CALA 1,0 76 4 176 52 89 2 308 96 
CALA 5,0 45 0 284 41 82 8 494 86 
CALB 0,1 213 17 320 87 271 23 738 107 
CALB 1,0 60 3 173 42 71 3 506 96 
CALB 5,0 0 0 272 45 0 0 415 55 
LipTLL 0,1 143 18 738 276 272 120 1059 300 
LipTLL 1,0 38 1 557 101 183 161 975 52 
LipTLL 5,0 0 0 0 0 0 0 0 0 
A3.2.4 Effekte der eingesetzten Partikelmengen 




















OP 30 178 52 256 102 1036 1269 844 299 
OP 60 202 29 231 92 971 721 1104 305 
OP 120 230 45 99 38 435 737 637 262 
CALA 30 83 3 346 173 113 111 592 179 
CALA 60 82 8 247 70 92 97 474 115 
CALA 120 69 7 86 15 86 96 372 92 
CALB 30 227 116 254 84 784 513 468 149 
CALB 60 71 10 165 67 73 74 370 185 
CALB 120 60 0 79 15 68 69 220 23 
LipTLL 30 93 24 220 157 753 558 354 253 
LipTLL 60 84 21 245 43 315 402 519 63 




A3.2.5 Einfluss der Phasenverhältnisse 





















OP 0,10 588 35 843 110 847 163 968 468 
OP 0,20 610 29 543 124 891 188 809 240 
OP 0,33 548 156 1494 364 845 141 1533 173 
CALA 0,10 70 9 122 19 94 8 372 49 
CALA 0,20 85 3 156 10 111 6 654 97 
CALA 0,33 95 2 113 13 137 8 538 21 
CALB 0,10 77 5 158 47 130 17 414 101 
CALB 0,20 72 3 210 49 83 4 607 58 
CALB 0,33 93 10 109 8 304 44 636 37 
LipTLL 0,10 48 3 174 56 87 22 543 104 
LipTLL 0,20 56 9 188 14 203 83 601 86 
LipTLL 0,33 54 6 121 4 131 60 707 26 
A3.2.6 Einfluss der angewandten Dispersionsgeschwindigkeit/ -energie 





















OP         8.000    591 72 583 100 1084 243 1392 58 
OP       12.000    537 54 652 37 1208 99 1380 69 
OP       16.000    584 40 618 53 1269 32 1358 82 
OP       20.000    478 7 601 55 1175 27 1304 92 
OP       24.000    426 6 661 103 828 148 1390 59 
CALA         8.000    94 1 162 27 133 33 335 98 
CALA       12.000    80 2 152 9 100 12 415 160 
CALA       16.000    77 2 146 6 106 14 470 109 
CALA       20.000    70 4 134 4 92 4 527 213 
CALA       24.000    71 0 96 10 141 31 391 88 
CALB         8.000    243 27 172 9 1063 52 708 221 
CALB       12.000    96 2 170 47 707 107 432 131 
CALB       16.000    70 2 150 21 274 219 373 95 
CALB       20.000    66 1 112 12 155 51 382 167 
CALB       24.000    66 1 111 14 119 43 279 70 
LipTLL         8.000    557 47 393 56 981 50 1022 84 
LipTLL       12.000    119 9 289 19 938 174 861 143 
LipTLL       16.000    46 4 218 38 266 101 815 110 
LipTLL       20.000    38 1 157 16 165 77 374 25 
LipTLL       24.000    40 4 159 10 219 134 500 100 
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A3.3.1 Lipasenkatalysierte Umesterung 
Tabelle A3.3.1-1: Mikroskopieaufnahmen bioaktiver w/o PE mit drei Lipasen als Biokatalysator. 
Reaktion: Umesterung von 82 mM rac-1-Phenylethanol mit 581 mM Vinylbutyrat zu 
rac-1-Phenylethanolbutyrat und Acetaldehyd.  CPME als kP und KPi-Puffer 50 mM, pH 7 als dP, 1 
gLdP-1 Lipase Einwaage, gerührt bei 440 rpm für 24h. Skalenstrich: 200 µm. 
Experiment 0h 24h 
CALA 8k rpm 
  
CALA 12k rpm 
  
CALA 16k rpm 
  
CALA 20k rpm 
  
CALA 24k rpm 
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CALB 8k rpm 
  
CALB 12k rpm 
  
CALB 16k rpm 
  
CALB 20k rpm 
  
CALB 24k rpm 
  
LipTLL 8k rpm 
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LipTLL 12k rpm 
  
LipTLL 16k rpm 
  
LipTLL 20k rpm 
  





Tabelle A3.3.1-2: Mittlere und gewichtete Tröpfchendurchmesser bioaktiver w/o PE mit drei Lipasen 
als Biokatalysator zu den Zeitpunkten 0 und 24h. Reaktion: Umesterung von 82 mM 
rac-1-Phenylethanol mit 581 mM Vinylbutyrat zu rac-1-Phenylethanolbutyrat und Acetaldehyd.  CPME 
als kP und KPi-Puffer 50 mM, pH 7 als dP, 1 gLdP-1 Lipase Einwaage, gerührt bei 440 rpm für 24h 
0h    MW Ø [µm] Stabw Ø [µm] Berechnet nach [207]   
CALA 
8k rpm 94 1 Gewichteter Mittelwert 73 
12k rpm 80 2 interne Konsistenz 0 
16k rpm 77 2 externe Konsistenz 3 
20k rpm 70 4     
24k rpm 71 0     
CALB 
8k rpm 243 27 Gewichteter Mittelwert 69 
12k rpm 96 2 interne Konsistenz 1 
16k rpm 70 2 externe Konsistenz 5 
20k rpm 66 1     
24k rpm 66 1     
LipTLL 
8k rpm 557 47 Gewichteter Mittelwert 41 
12k rpm 119 9 interne Konsistenz 1 
16k rpm 46 4 externe Konsistenz 8 
20k rpm 38 1     
24k rpm 40 4     
 24h   MW Ø [µm] Stabw Ø [µm]  Berechnet nach [207]   
CALA 
8k rpm 162 27 Gewichteter Mittelwert 136 
12k rpm 152 9 interne Konsistenz 3 
16k rpm 146 6 externe Konsistenz 7 
20k rpm 134 4     
24k rpm 96 10     
CALB 
8k rpm 172 9 Gewichteter Mittelwert 143 
12k rpm 170 47 interne Konsistenz 6 
16k rpm 150 21 externe Konsistenz 14 
20k rpm 112 12     
24k rpm 111 14     
LipTLL 
8k rpm 393 56 Gewichteter Mittelwert 187 
12k rpm 289 19 interne Konsistenz 8 
16k rpm 218 38 externe Konsistenz 28 
20k rpm 157 16     
24k rpm 159 10     
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Tabelle A3.3.1-3: Kennzahlen der Biokatalyse mit CALA, CALB, LipTLL in bioaktiver w/o PE mit drei Lipasen als Biokatalysator zu den Zeitpunkten 0 und 24h. 
Reaktion: Umesterung von 82 mM rac-1-Phenylethanol (PE) mit 581 mM Vinylbutyrat zu rac-1-Phenylethanolbutyrat (PEB) und Acetaldehyd.  CPME als kP und 




































0         81,87 0,27 0,00 0,00         
24 0,000 0,000 0,000 0,000 78,54 0,59 0,00 0,00 4,1% 0,7% 0,0% 0,0% 
12k 
0         81,87 0,27 0,00 0,00         
24 0,000 0,000 0,000 0,000 80,47 0,45 0,00 0,00 1,7% 0,9% 0,0% 0,0% 
16k 
0         81,87 0,27 0,00 0,00         
24 0,000 0,000 0,000 0,000 77,74 1,04 0,00 0,00 5,0% 1,4% 0,0% 0,0% 
20k 
0         81,87 0,27 0,00 0,00         
24 0,000 0,000 0,000 0,000 78,78 2,97 0,00 0,00 3,8% 3,9% 0,0% 0,0% 
CALA 
8k 
0     
  
80,48 0,82 0,00 0,00         
24 0,295 0,014 353,920 16,617 45,82 1,83 36,82 1,73 43,1% 2,5% 45,7% 2,0% 
12k 
0       80,48 0,82 0,00 0,00         
24 0,289 0,048 347,245 57,686 46,39 6,07 36,12 6,00 42,3% 8,0% 44,8% 7,1% 
16k 
0       80,48 0,82 0,00 0,00         
24 0,302 0,046 361,837 55,470 45,91 4,64 37,64 5,77 42,9% 6,2% 46,7% 6,9% 
20k 
0       80,48 0,82 0,00 0,00         
24 0,303 0,043 363,501 51,186 43,94 4,50 37,82 5,32 45,4% 6,0% 46,9% 6,3% 
24k 
0       80,48 0,82 0,00 0,00         




Tabelle A3.3.1-3 - Fortsetzung: Kennzahlen der Biokatalyse mit CALA, CALB, LipTLL in bioaktiver w/o PE mit drei Lipasen als Biokatalysator zu den 
Zeitpunkten 0 und 24h. Reaktion: Umesterung von 82 mM 1-Phenylethanol (PE) mit 581 mM Vinylbutyrat zu 1-Phenylethanolbutyrat (PEB) und Acetaldehyd.  


































0         80,18 0,81 0,00 0,00         
24 0,000 0,000 0,000 0,000 80,32 1,52 0,00 0,00 -0,2% 2,4% 0,0% 0,0% 
12k 
0         80,48 0,82 0,00 0,00         
24 0,000 0,000 0,000 0,000 77,25 0,19 0,00 0,00 4,0% 1,2% 0,0% 0,0% 
16k 
0         80,48 0,82 0,00 0,00         
24 0,000 0,000 0,000 0,000 80,06 5,24 0,00 0,00 0,6% 5,5% 0,0% 0,0% 
20k 
0         80,48 0,82 0,00 0,00         
24 0,000 0,000 0,000 0,000 80,30 2,68 0,00 0,00 0,2% 4,0% 0,0% 0,0% 
24k 
0         80,48 0,82 0,00 0,00         
24 0,000 0,000 0,000 0,000 81,07 1,60 0,00 0,00 -0,7% 2,6% 0,0% 0,0% 
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